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1.1 Das Immunsystem 
Das Immunsystem besteht aus einer Reihe von spezialisierten Zellen und Molekülen, 
die den Organismus vor Erkrankungen schützen. Dazu gehört die Eliminierung von 
Pathogenen wie Bakterien, Viren, Pilzen oder Parasiten genauso wie die Beseitigung 
von eigenen abgestorbenen und entarteten Zellen. Unterschieden wird das 
angeborene vom erworbenen (adaptiven) Immunsystem. Die Zellen des ange-
borenen Immunsystems erkennen konservierte Pathogenmuster und stellen die erste 
Immunantwort dar. Die Zellen des erworbenen Immunsystems reagieren mittels 
hochspezifischer Rezeptoren und Antikörper und schützen zusätzlich vor einer 
Reinfektion. Ausschlaggebend für eine effektive Immunantwort ist die Interaktion 
zwischen beiden Teilen des Immunsystems, aber auch die Regulation von Immun-
antworten und die Aufrechterhaltung einer Homöostase (Hoebe et al., 2004; 
Janeway et al., 2009; Palm and Medzhitov, 2009). 
1.1.1 Das angeborene Immunsystem 
Zum angeborenen Immunsystem zählen physische Barrieren wie die Haut oder 
Schleimhäute der Lunge, des Magens oder des Darms, welche ein Eindringen von 
Pathogenen verhindern sollen (Janeway et al., 2009). Zu den zellulären Bestand-
teilen zählen Makrophagen, dendritische Zellen (engl. dendritic cells, DCs), 
neutrophile Granulozyten und natürliche Killerzellen (NK-Zellen). Darüber hinaus wird 
die angeborene Immunantwort über lösliche Faktoren wie das Komplementsystem, 
Enzyme oder Zytokine unterstützt (Hoebe et al., 2004; Iwasaki and Medzhitov, 2010).  
Sollten Pathogene die physischen Barrieren durchdringen, werden sie als erstes von 
Makrophagen erkannt. Hierfür werden Pathogene über Pathogen-assoziierte Muster 
(engl. pathogen-associated molecular patterns, PAMPs) identifiziert, welche  auf der 
Oberfläche von Bakterien, Pilzen oder Viren in Form von hochkonservierten 
Molekülen vorhanden sind. Diese werden über Mustererkennungsrezeptoren (engl. 
pattern-recognition receptors, PRRs), zu denen auch Toll-ähnliche Rezeptoren (engl. 
toll-like receptors, TLRs) gehören, auf Makrophagen erkannt, aktivieren diese und  
leiten die Phagozytose des Pathogens ein (Iwasaki and Medzhitov, 2010; Palm and 
Medzhitov, 2009). Beispielsweise erkennt TLR4 Lipopolysaccharide (LPS) der 
äußeren Membran von gramnegativen Bakterien und TLR2 Peptidoglykan von 





führt zur Sezernierung von pro-inflammatorischen Zytokinen wie Interleukin (IL)-1, IL-
6, IL-8, IL-12 und TNF- (engl. tumor necrosis factor alpha), wodurch eine 
Entzündungsreaktion eingeleitet wird. Zusätzlich können über die Freisetzung von  
IL-8 neutrophile Granulozyten rekrutiert werden, die bei gesunden Menschen etwa 
50 % aller im Blut zirkulierenden Leukozyten ausmachen. Die rekrutierten 
neutrophilen Granulozyten erkennen durch das Komplementsystem markierte 
Pathogene und phagozytieren diese ebenfalls. Das Komplementsystem besteht aus 
zirkulierenden Plasmaproteinen, die Pathogene direkt eliminieren oder für andere 
Zellen markieren können (Hoebe et al., 2004). Weitere Unterstützung erfolgt durch 
aktivierte NK-Zellen, die in der Lage sind, intrazellulär infizierte Zellen abzutöten 
(Amador-Molina et al., 2013). Im Anschluss an die Phagozytose wird das ent-
standene Phagosom mittels Lysosom degradiert und auf der Zelloberfläche über die 
Haupthistokompatibilitätskomplexe (engl. major histocompatibility complex, MHC) der 
Klasse I und II präsentiert. Zeitgleich migrieren unreife DCs zum Entzündungsort und 
erkennen die präsentierten Antigene der Makrophagen oder aber auch das Pathogen 
selbst über eigene TLRs. Durch diesen Antigenkontakt reifen DCs, wandern in die 
nächsten Lymphknoten und präsentieren das Antigen naiven T-Zellen, wodurch 
diese aktiviert werden (Jin et al., 2012). Somit spielen professionell antigen-
präsentierende Zellen (engl. antigen-presenting cells, APCs) wie Makrophagen und 
DCs eine wichtige Rolle in der angeborenen Immunantwort, stellen aber gleichzeitig 
eine essentielle Kopplung zur adaptiven Immunantwort dar (Hoebe et al., 2004).      
1.1.2 Das adaptive Immunsystem 
Die Grundlagen des ausschließlich in Wirbeltieren vorhandenen adaptiven Immun-
systems bilden die T- und B-Lymphozyten. Beide Lymphozytenpopulationen ent-
stehen aus der frühen lymphatischen Vorläuferzelle (engl. early lymphoid progenitor, 
ELP) im Knochenmark (Janeway et al., 2009). B-Lymphozyten reifen im Knochen-
mark und differenzieren nach Aktivierung zu Plasmazellen, deren Aufgabe die 
Antikörperproduktion darstellt und bilden somit den humoralen Teil des adaptiven 
Immunsystems (Jin et al., 2012). Hingegen wandern T-Lymphozyten-Vorläuferzellen 
über das Blut in den Thymus, wo die Reifung des T-Zell-Rezeptors (engl. T cell 
receptor, TCR) stattfindet. Während dieser Selektion durchwandern diese so-
genannten Thymozyten verschiedene, durch die Expression bestimmter Ober-
flächenmoleküle gekennzeichnete Entwicklungsstadien, von einem doppelt negativen 





Epithelzellen des Thymus, wodurch eine positive und negative Selektion stattfindet. 
Während der positiven Selektion wird in den T-Zellen eine Apoptose induziert, deren 
TCRs keine körpereigenen MHC-Komplexe erkennen. In der negativen Selektion 
werden T-Zellen aussortiert, deren TCRs eine zu starke Affinität gegenüber 
körpereigenen Antigenen besitzen (Jameson and Bevan, 1998). Letztlich erfolgt die 
Entwicklung zu einfach positiven, naiven CD4+ oder CD8+ T-Zellen, von denen ein 
Teil in die peripheren lymphatischen Organe wandert und ein anderer Teil im 
Blutkreislauf verbleibt und den zellulären Teil des adaptiven Immunsystems darstellt 
(Shah and Zuniga-Pflucker, 2014; Starr et al., 2003).  
1.2 T-Lymphozyten 
Die zelluläre Immunität umfasst zwei T-Zellpopulationen, CD8+ T-Zellen und CD4+ T-
Zellen. Die Charakterisierung von T-Zellen erfolgt aufgrund ihres Phänotyps, ihrer 
intrazellulären Proteine und ihrer Zytokinproduktion. Dabei wird bei den CD4+ T-
Zellen zwischen den Hauptpopulationen Th1, Th2, Th17 und regulatorischen T 
(Treg)-Zellen und in der CD8+ T-Zellpopulation zwischen zytotoxischen T-
Effektorzellen (engl. cytotoxic T lymphocyte, CTL) und CD8+ Memory-Zellen 
unterschieden (Jin et al., 2012). Diese entwickeln sich aus naiven T-Zellen nach 
Antigenpräsentation unter dem Einfluss von verschiedenen sezernierten Zytokinen 
(Kapsenberg, 2003). Um dabei das Risiko autoreaktiver T-Zellen zu minimieren, 
werden zur Aktivierung zwei Signale benötigt (Janeway et al., 2009). Zusätzlich zur 
Stimulation des TCRs durch Antigenpeptide, die durch APCs mittels MHC präsentiert 
werden, wird ein co-stimulatives Signal durch die Bindung von CD80/CD86 der APCs 
an CD28 der T-Zellen benötigt (Jin et al., 2012).    
Nach Antigenstimulation über den TCR und co-stimulatorische Signale differenzieren 
naive CD8+ T-Zellen entweder in CTLs oder in Memory CD8+ T-Zellen. Die Haupt-
aufgabe der CTLs ist die Eliminierung von virusinfizierten und entarteten Zellen. 
Damit diese durch CTLs erkannt werden können, tragen alle kernhaltigen Zellen 
MHC Klasse-I Moleküle, welche die Identifikation einer Virusinfektion ermöglichen. 
Die Eliminierung durch CTLs erfolgt mittels Fas/FasL-Bindung oder durch die 
Sezernierung von Perforinen/Granzymen, welche in der Zielzelle eine Apoptose 
auslösen. Hingegen besitzen Memory CD8+ T-Zellen keine zytotoxischen Eigen-
schaften. Sie zeigen eine, mit einigen Jahren, deutlich längere Lebensdauer als 





Infektion eine effiziente DC-Stimulation ermöglicht (Janeway et al., 2009; Jin et al., 
2012; Lau et al., 1994; Russell and Ley, 2002). 
Für eine gezielte Immunantwort gegen verschiedene Pathogene ist die Diffe-
renzierung von naiven CD4+ T-Zellen in bestimmte  T-Helferzellen notwendig. 
Während einer Infektion mit intrazellulären Bakterien findet eine verstärkte Th1-
Differenzierung statt. Die Freisetzung von IFN- und IL-12 induziert die Expression 
der Transkriptionsfaktoren T-bet (engl. T-box transcription factor expressed in T-
cells) und STAT (engl. signal transducer and activater of transcription) 4 in naiven T-
Zellen. Die Expression von T-bet ermöglicht eine verstärkte Bildung von IFN-. Die 
Sezernierung von IFN- und IL-2 verstärkt die Phagozytosetätigkeit von 
Makrophagen und unterstützt ebenfalls CTLs. Zugleich inhibiert die IFN--Aus-
schüttung eine Th2-Zelldifferenzierung (Jin et al., 2012; Palm and Medzhitov, 2009). 
Die Induktion einer Th2-vermittelten Immunantwort erfolgt beispielsweise durch die 
Infektion mit Helminthen oder anderen Parasiten. Die Differenzierung zu Th2-Zellen 
wird durch IL-4 und IL-2 eingeleitet, wodurch die Expression der Transkriptions-
faktoren GATA3, STAT5 und STAT6 induziert wird. Durch die Bindung von GATA3 
an die Promotoren von IL-4, IL-5, IL-13 und IL-25 erfolgt die Bildung und 
Sezernierung dieser Mediatoren, wodurch eine B-Zell-gesteuerte Immunantwort mit 
der Bildung von Antikörpern bewirkt wird. Gleichzeitig inhibiert die Freisetzung von 
IL-4 die Differenzierung zu Th1-Zellen (Hoebe et al., 2004; Jin et al., 2012; Palm and 
Medzhitov, 2009). 
Hingegen führt eine Infektion mit extrazellulären Bakterien oder Pilzen zu einer Th17-
vermittelten Immunantwort. Unter Einfluss von TGF (engl. transforming growth 
factor)-, IL-6 und IL-21, erfolgt die Expression der Transkriptionsfaktoren RORT 
(engl. RAR-related orphan receptor gamma) und STAT3. Th17-Zellen sezernieren IL-
17 und IL-22 wodurch die Rekrutierung und Aktivierung neutrophiler Granulozyten 
erfolgt (Jin et al., 2012). 
Treg-Zellen differenzieren sowohl im Thymus durch Selektion über den TCR als auch 
in der Peripherie durch Stimulation des TCR in Anwesenheit von TGF- und IL-2. 
Ihre Aufgabe ist die Regulation von Immunantworten und die Gewährleistung eines 
immunologischen Gleichgewichtes (Bennett et al., 2001; Zheng et al., 2007). Die 






1.2.1 Regulatorische T-Zellen 
Regulatorische T (Treg)-Zellen wurden erstmals im Jahr 1995 durch Sakaguchi et al. 
als spezielle CD4+ T-Zellpopulation beschrieben, die CD25 exprimiert und suppres-
sive Eigenschaften besitzt. Die Injektion von CD4+CD25+ T-Zellen konnte eine 
Abstoßung von Hauttransplantaten in Treg-defizienten Mäusen unterdrücken 
(Sakaguchi et al., 1995). Treg-Zellen sind essentiell für das Gleichgewicht zwischen 
einer Immunantwort und Immuntoleranz (Bennett et al., 2001). Fehlfunktionen 
regulatorischer T-Zellen oder ein Ungleichgewicht zwischen regulatorischen T-Zellen 
und T-Effektorzellen können Ursachen für schwerwiegende Erkrankungen sein 
(Lyssuk et al., 2007; Scumpia et al., 2006; Valencia and Lipsky, 2007). 
Der größte Teil der Treg-Zellen exprimiert in hohem Maß konstitutiv die -Kette des 
IL-2 Rezeptors (CD25) auf seiner Zelloberfläche (Sakaguchi, 2004). Das Überleben 
von Treg-Zellen ist stark IL-2 abhängig, was sich in der Ausbildung von Auto-
immunerkrankungen nach IL-2 Neutralisation oder aufgrund von CD25-Defekten 
äußert (Setoguchi et al., 2005). Später wurde festgestellt, dass diese CD25-Expres-
sion nicht ausschließlich auf Treg-Zellen vorkommt. Die Aktivierung von CD4+ T-
Effektorzellen, die keinen suppressiven Phänotyp besitzen, führt ebenfalls zur 
temporären CD25-Expression (Ziegler, 2007). Ein weiteres Treg-Merkmal ist eine 
reduzierte Expression des IL-7 Rezeptors (CD127), wodurch die CD127-Expression 
invers mit der CD25-Expression korreliert. Somit kann durch die Verwendung der 
Oberflächensignatur CD4+CD25+CD127- eine Zellpopulation isoliert werden, die über 
90% Treg-Zellen enthält (Liu et al., 2006b; Seddiki et al., 2006).  
Spätere Forschungsarbeiten identifizierten den Transkriptionsfaktor Foxp3 (engl. 
Forkhead box protein P3) als essentiell für die Entwicklung und Funktion von Treg-
Zellen (Sakaguchi, 2004). Dessen Bedeutung zeigt sich insbesondere bei „scurfy“-
Mäusen, die aufgrund eines foxp3-Defekts keine funktionellen Foxp3+ Treg-Zellen 
besitzen und infolge dessen an letalen Autoimmunerkrankungen leiden (Brunkow et 
al., 2001). Im Menschen verursacht eine FOXP3-Mutation das IPEX (engl. immuno-
dysregulation polyendocrinopathy enteropathy X-linked)-Syndrom, welches mit 
schweren Autoimmunerkrankungen verschiedener Organe, Allergien und IBD (engl. 
inflammatory bowel disease) einhergeht (Bennett et al., 2001; Ono et al., 2013).  
1.2.2 Suppressionsmechanismen regulatorischer T-Zellen 
Für ihre regulativen Funktionen besitzen Treg-Zellen ausgeprägte suppressive 





geblich über vier verschiedene Mechanismen vermittelt wird (Apostolou and von 
Boehmer, 2004; Schmetterer et al., 2012; Workman et al., 2009). 
 
Abb. 1.1: Inhibitionsmechanismen regulatorischer T-Zellen. Abgebildet sind die vier wesentlichen Mecha-
nismen der Zellsuppression: (A) Sezernierung suppressiver Zytokine (B) Zytolyse oder Apoptose der Zielzelle (C) 
Unterdrückung der metabolischen Aktivität (D) Zell-Zell-Kontakt mit negativer Modulation von APCs. (Modifiziert 
nach Workman et al., 2009) 
Ein Mechanismus erfolgt mittels direktem Zell-Zell-Kontakt. Für die Unterdrückung 
der T-Zellaktivierung spielt die Reifung von DCs eine entscheidende Rolle. Das auf 
Treg-Zellen exprimierte CD4-Homolog, LAG3 (engl. lymphocyte activation gene 3), 
bindet an den MHC Klasse-II Rezeptor der DCs und aktiviert eine Signalkaskade, 
welche die Reifung von DCs inhibiert (Abb. 1.1 D) (Liang et al., 2008; Workman and 
Vignali, 2005). Zusätzlich induziert die Bindung des konstitutiv exprimierten CTLA4 
(engl. cytotoxic T-lympocyte antigen 4) an CD80/CD86 der DCs die Bildung von IDO 
(engl. indoleamine 2,3 dioxygenase) (Takahashi et al., 2000; Wing et al., 2008) 
wodurch pro-apoptotische Mediatoren über einen Tryptophan-Katabolismus frei-
gesetzt werden und die Proliferation reduziert wird (Fallarino et al., 2006; Mellor and 
Munn, 2004). Die Analyse von Treg-Zellen aus LAG3-defizienten Mäusen zeigte eine 
verringerte suppressive Aktivität in vitro, jedoch bildeten sich in diesen Mäusen keine 





funktion von CTLA-4 in Mäusen Autoimmunerkrankungen wie IBD, die ähnlich in 
Treg-defizienten Mäusen beobachtet wurden (Takahashi et al., 2000; Wing et al., 
2008).  
Die Suppression durch Treg-Zellen kann auch durch Sezernierung der inhibi-
torischen Zytokine IL-10, TGF- und IL-35 erfolgen (Abb. 1.1 A). Das anti-
inflammatorische Zytokin IL-10 inhibiert die Proliferation von T-Zellen und 
Makrophagen und reduziert die Sezernierung von pro-inflammatorischen Zytokinen 
(Fiorentino et al., 1991; Makarenkova et al., 2006; Pillay et al., 2012). TGF- wird für 
die Induktion von Treg-Zellen benötigt und ist außerdem in der Lage die Aktivierung 
und Proliferation von Makrophagen und T-Zellen zu hemmen (Bogdan and Nathan, 
1993; Faria and Weiner, 2005). Die Funktion von IL-35 ist noch weitgehend unklar 
und Gegenstand aktueller Forschung, allerdings wird IL-35 für die maximale 
suppressive Funktion von Treg-Zellen benötigt und eine Überexpression in naiven T-
Zellen induziert einen suppressiven Phänotyp (Collison et al., 2007).     
Ein weiterer Mechanismus ist die Suppression durch Zytolyse oder Apoptose (Abb. 
1.1 B). Hierfür sekretieren humane Treg-Zellen Granzym A und Perforin, um in 
Effektor-T-Zellen eine Apoptose einzuleiten (Grossman et al., 2004). In Mäusen hin-
gegen lösen Treg-Zellen eine gezielte Apoptose mittels Granzym B aus (Gondek et 
al., 2005). Granzyme sind Serin-Proteasen, die durch die Perforin-Poren der Zellen 
ins Zellinnere gelangen und Apoptose-induzierende Caspasen aktivieren. Zusätzlich 
kann eine Apoptose auch durch den TRAIL (engl. tumor necrosis factor related 
apoptosis inducing ligang)-DR5 Signalweg oder aber auch mittels Galectin-1 durch 
aktivierte Treg-Zellen vermittelt werden (Garin et al., 2007; Ren et al., 2007).   
Der vierte bekannte Inhibitionsmechanismus geschieht durch Unterdrückung der 
metabolischen Aktivität in Effektor-T-Zellen (Abb. 1.1 C). Die hohe konstitutive 
Expression des IL-2 Rezeptors auf der Oberfläche regulatorischer T-Zellen ermög-
licht die Bindung von IL-2, welches proliferierende T-Effektorzellen zum Überleben 
benötigen, so dass der Mangel an IL-2 eine Apoptose einleitet (de la Rosa et al., 
2004; Pandiyan et al., 2007; Thornton and Shevach, 1998). Zudem wird 
extrazelluläres ATP durch CD39 und CD73 auf Treg-Zellen über Adenosin-
monophosphat (AMP) zu Adenosin gespalten welches anschließend an den A2A-
Rezeptor bindet und eine Inhibition bewirkt (Borsellino et al., 2007; Deaglio et al., 
2007). Zusätzlich induziert diese Bindung eine zusätzliche Freisetzung von TGF- 





von TGF- wird die Induktion von weiteren Treg-Zellen eingeleitet, gleichzeitig 
verhindert die Abwesenheit von IL-6 die Freisetzung pro-inflammatorischer Zytokine 
und fördert die Treg-Zelldifferenzierung (Doganci et al., 2005; Oukka, 2007). Eine 
zusätzliche Inhibition von Effektorzellen kann außerdem durch den Transfer von 
zyklischem AMP über gap junctions erfolgen (Bopp et al., 2007).  
1.2.3 Differenzierung zwischen natürlichen und induzierten Treg-Zellen 
Abhängig vom Ursprung werden natürliche und induzierte Treg (iTreg) Zellen unter-
schieden. Natürliche Treg (nTreg)-Zellen reifen aus T-Vorläuferzellen während der T-
Zellreifung im Thymus heran während iTreg-Zellen aus konventionellen CD4+CD25- 
T-Zellen nach Antigenkontakt in Anwesenheit von TGF- und IL-2 in der Peripherie 
entstehen (Horwitz et al., 2008; Josefowicz and Rudensky, 2009; Zheng et al., 2007; 
Zhou et al., 2010). Beide unterscheiden sich in der Spezifität ihrer TCRs. Während 
ihrer Reifung werden Lymphozyten, die körpereigene Antigene erkennen durch die 
negative Selektion aussortiert und eine Apoptose induziert. Dabei spielt die Höhe der 
Affinität eine entscheidende Rolle. Natürliche Treg-Zellen zeigen eine mittlere 
Affinität gegenüber eigenen Antigenen im Thymus, welche allerdings nicht stark 
genug ist um durch die negative Selektion aussortiert zu werden. Der dafür 
verantwortliche Mechanismus ist noch nicht vollständig aufgeklärt, allerdings 
scheinen mTECs (engl. medullary thymic epithelial cells), die die Antigene prä-
sentieren, eine wichtige Rolle dabei zu spielen (Hinterberger et al., 2010). Hingegen 
entstehen iTreg-Zellen aus CD4+CD25- T-Zellen, die während der negativen 
Selektion im Thymus eine sehr geringe Affinität zu eigenen Antigenen besitzen, 
jedoch eine erhöhte Affinität zu fremden Antigenen aufweisen (Aschenbrenner et al., 
2007; Lee et al., 2012). Natürliche Treg-Zellen zeichnen sich durch eine konstitutive 
Expression von Foxp3 sowie stabilen suppressiven Eigenschaften gegenüber 
anderen Zellen aus. Hingegen ist die Foxp3-Expression in iTreg-Zellen instabil und 
auch die suppressiven Eigenschaften können verloren gehen (Huehn et al., 2009). 
Eine in vivo Neutralisation von TGF- verhindert eine Differenzierung zu iTreg-Zellen, 
beeinflusst jedoch nicht die Entwicklung von nTreg-Zellen (Fahlen et al., 2005; Marie 
et al., 2006; Sun et al., 2007). iTreg-Zellen können durch orale Applikation von 
Antigenen, durch Antigenkontakt in der Lamina propria im Darm, in chronisch 
entzündetem Gewebe und in Tumorerkrankungen induziert werden (Curotto de 
Lafaille et al., 2004; Liu et al., 2007; Mucida et al., 2005; Sun et al., 2007). Induzierte 





populationen differenzieren, was auch als Plastizität bezeichnet wird (Komatsu et al., 
2009; Miyao et al., 2012).  
Eine Treg-Zelltherapie könnte den Krankheitsverlauf verschiedener Erkrankungen 
positiv beeinflussen. Beispielsweise besitzen Treg-Zellen von Patienten mit 
rheumatoider Arthritis eine deutlich minimierte suppressive Aktivität, welche aller-
dings mit der Induktion von iTreg-Zellen mittels TGF- kompensiert werden kann 
(Nadkarni et al., 2007). Treg-Zellen aus SLE (systemischer Lupus erythematodes)-
Erkrankten oder Menschen mit einer multiplen Sklerose zeigen ebenfalls einen funk-
tionellen Defekt, der die suppressiven Kapazitäten von Treg-Zellen einschränkt 
(Haas et al., 2005; Valencia et al., 2007). In diesen Fällen könnte der Transfer von in 
vitro generierten stabilen Treg-Zellen eine vielversprechende Therapie sein (Kohm et 
al., 2002; Scalapino et al., 2006). Solche Zellen könnten ex vivo aus CD4+CD25- T-
Zellen durch den Einfluss von TGF- und IL-2, aber auch durch DNA-Methyl-
transferase-Inhibitoren wie 5-aza-2´-deoxycytidin, expandiert werden (Chen et al., 
2003; Moon et al., 2009). Es wird jedoch befürchtet, dass ein Transfer von instabilen 
in vitro induzierten Treg-Zellen schädliche Auswirkungen haben könnte, da iTreg-
Zellen unter bestimmten Bedingungen dazu neigen, ihre FOXP3-Expression und 
suppressiven Eigenschaften zu verlieren und in vivo zu konventionellen aktivierten T-
Zellen zu differenzieren (Zhou et al., 2009). Besonders in pro-inflammatorischem 
Milieu konnte eine Differenzierung von iTreg-Zellen in IL-17 und IFN- sezernierende 
Th17-Zellen beobachtet werden (Ayyoub et al., 2009; Komatsu et al., 2009). Bislang 
fehlt eine Methode zur in vitro Induktion von stabilen Treg-Zellen.  
Heutzutage ist es auch noch nicht möglich, natürliche von induzierten regu-
latorischen T-Zellen zuverlässig zu unterscheiden. Für eine Differenzierung zwischen 
nTreg- und iTreg-Zellen sind in den letzten Jahren einige Moleküle in Betracht 
gezogen worden. Die Treg-Zelltypischen Oberflächenmoleküle CTLA4, LAG3, GITR 
(engl. glucocorticoid-induced tumor necrosis factor receptor), ENTPD1 (engl. 
ectonucleoside triphosphate diphosphohydrolase 1 – CD39) und 5´-NT (engl. 5´-
nucleotidase - CD73) werden konstitutiv in nTreg-Zellen exprimiert, eignen sich 
jedoch nicht für die Differenzierung zwischen nTreg- und iTreg-Zellen, da CD4+CD25- 
T-Zellen nach Aktivierung diese Moleküle ebenfalls transient exprimieren können 
(Gagliani et al., 2013; Gandhi et al., 2010; Han et al., 2009; Kataoka et al., 2005; 
Levings et al., 2002; Lin et al., 2013; Seddiki et al., 2006). Auch die Expression des 





(Kim et al., 2012; Thornton et al., 2010). Mittlerweile konnte jedoch eine Expression 
von Helios sowohl in humanen als auch in murinen aktivierten CD4+CD25- T-Zellen 
gezeigt werden, so dass Helios ebenfalls nicht zur Differenzierung zwischen nTreg 
und iTreg-Zellen geeignet ist. (Akimova et al., 2011; Gottschalk et al., 2012).   
In Mäusen konnten Bruder et al. zeigen, dass das Oberflächenmolekül Neuropillin-1 
(Nrp1) spezifisch auf CD4+CD25+ Treg-Zellen gebildet wird während T-Effektorzellen 
auch nach Aktivierung kein Nrp1 exprimieren (Bruder et al., 2004). Yadav et al. 
demonstrierten kürzlich, dass Nrp1 kaum von in vitro generierten iTregs exprimiert 
wird, sondern größtenteils auf der Zelloberfläche von nTreg-Zellen zu finden ist und 
dort die Bindung zu DCs stabilisiert (Feuerer et al., 2010; Sarris et al., 2008; Weiss et 
al., 2012; Yadav et al., 2012). Die genaue Funktion von Nrp1 auf Treg-Zellen ist 
Gegenstand aktueller Forschungsarbeiten (Corbel et al., 2007; Hansen et al., 2012; 
Solomon et al., 2011). Nrp1 wird jedoch nicht auf humanen Treg-Zellen exprimiert 
und ist deshalb für die Charakterisierung humaner nTreg-Zellen ungeeignet (Milpied 
et al., 2009).  
Für die Differenzierung zwischen nTreg- und iTreg-Zellen im Menschen kommt 
besonders erschwerend hinzu, dass aktivierte CD4+CD25- T-Zellen ohne 
suppressive Eigenschaften, ebenfalls temporär FOXP3 exprimieren können (Allan et 
al., 2007; Gavin et al., 2006; Ziegler, 2007).  
Das Oberflächenprotein GARP (engl. glycoprotein A repetitions predominant), das 
durch LRRC32 codiert ist, wird spezifisch auf humanen und murinen aktivierten 
natürlichen Treg-Zellen gebildet jedoch nicht auf aktivierten CD4+CD25- T-Zellen, 
iTreg-Zellen oder inaktiven nTreg-Zellen (D'Alise et al., 2011; Edwards et al., 2013; 
Probst-Kepper et al., 2009; Tran et al., 2009). Es konnte gezeigt werden, das GARP 
die FOXP3-Expression reguliert und ein Rezeptor für latentes TGF-ist (Wang et al., 
2009; Zhou et al., 2013). Nach Bindung von TGF- wird weniger GARP gebildet, 
während bei einer Reduktion von TGF- eine erhöhte GARP-Bildung induziert wird 
(Zhou et al., 2013). Zugleich wurde gezeigt, dass CD4+CD25+GARP+ Treg-Zellen 
eine höhere suppressive Aktivität als CD4+CD25+GARP- Treg-Zellen aufweisen 
(Wang et al., 2009).  
Vor kurzem wurden epigenetische Unterschiede zwischen natürlichen und 
induzierten Treg-Zellen beschrieben. Anhand eines Treg-spezifischen DNA-
Methylierungsmusters ermöglichten Baron et al. erstmals eine exakte Differenzierung 





sitzen exklusiv eine spezifische unmethylierte Region in FOXP3, welche als FOXP3-
TSDR (engl. Treg specific demethylated region) bezeichnet wird. Diese epi-
genetische DNA-Modifikation ist essentiell für eine stabile FOXP3-Expression und 
wird ebenso wie die Regulationsmechanismen der FOXP3-Expression in Kapitel 
1.2.4 näher beschrieben (Baron et al., 2007; Floess et al., 2007).  
1.2.4 Die FOXP3 Regulation 
FOXP3 (Foxp3) ist zwischen Menschen und Mäusen stark konserviert, was sich in 
einer Übereinstimmung von 86 % in der Proteinsequenz widerspiegelt (Lankford et 
al., 2008). Das Gen ist auf dem X-Chromosom lokalisiert und besteht aus 11 kodier-
enden und 3 nicht-kodierenden Exons (Brunkow et al., 2001). Die Regulation der 
FOXP3/foxp3 Expression erfolgt mittels epigenetischer DNA-Modifikation (Baron et 
al., 2007; Floess et al., 2007).  
Bislang wurden epigenetische DNA-Modifikationen in Form von Histon-Modifizierung, 
Nukleosom-Positionierung, RNA-Interferenz und Cytosin-Methylierung der DNA 
beschrieben, welche wichtige Mechanismen der Transkriptionsregulierung darstellen 
(Cedar and Bergman, 2011; Gibney and Nolan, 2010; Wilson et al., 2009). 
Die DNA-Methylierung von Cytosinen ermöglicht eine langfristige und stabile 
Regulation der Transkription von Genen ohne Veränderung der DNA-Sequenz (Reik 
et al., 2001). Vereinfacht dargestellt bedeutet eine DNA-Methylierung eine Verhin-
derung der Transkription des betroffenen Gens, wie es beispielsweise bei der Genin-
aktivierung auf dem zweiten X-Chromosom geschieht (Baron et al., 2006; Bird, 2002; 
Gibney and Nolan, 2010). Die DNA-Methylierung erfolgt in Wirbeltieren ausschließ-
lich über CG-Dinukleotide (engl. cytosine phosphodiester guanosine, CpG) und 
kommt durch die kovalente Bindung einer Methylgruppe an das 5´-Ende von 
Cytosinen zustande, woraus 5-Methylcytosine resultieren (Abb. 1.2) (Newell-Price et 
al., 2000; Weber and Schubeler, 2007).  
 
Abb. 1.2: Enzymatische Reaktion von Cytosin zu 5-Methylcytosin. DNA-Methyltransferasen (DNMT) 
verwenden SAM als Substrat und binden eine Methylgruppe an ein Cytosin wodurch 5-Methylcytosin entsteht.  
In Wirbeltieren wird eine CpG-Methylierung von etwa 60 % angenommen, welche 





und DNMT3b) aufrechterhalten wird (Antequera and Bird, 1993; Bestor and Coxon, 
1993; Weber and Schubeler, 2007).  
Durch diese CpG-Methylierung werden methylbindende Repressoren wie z.B. MBD 
(engl. methyl-CpG-binding domain) rekrutiert, welche die Ladung der Histone 
verändern und somit die Formation des DNA-Stranges verdichten. Dies hat zur 
Folge, dass die Transkriptionsmaschinerie nicht binden kann und das entsprechende 
Gen nicht transkribiert wird (Tost, 2010). Eine Fehlregulation dieser CpG-
Methylierung verursacht die Transkription unerwünschter Gene und kann somit die 
Entstehung von Krankheiten beeinflussen, wie beispielsweise die Erkrankung 
Systemischer Lupus erythematodes, bei der das T-Zell-Genom eine reduzierte DNA-
Methylierung aufweist, wodurch eine Überexpression von Integrinen toxisch wirkt 
(Bjornsson et al., 2004; Takeuchi et al., 1993).  
Ähnlich wie in Treg-Zellen wird auch in Th1-, Th2- und Th17-Zellen die Expression 
essentieller Transkriptionsfaktoren über spezifische DNA-Methylierung reguliert 
(Allan et al., 2012; Ansel et al., 2003; Collier et al., 2014; Lee et al., 2002; Wilson et 
al., 2009).  
Die FOXP3-Expression wird in vier verschiedenen Regionen durch epigenetische 
Veränderungen reguliert. Diese Genregionen sind der Promotor, die CNS (engl. 
conserved non-coding sequences) 1, CNS2 und CNS3 (Abb. 1.3). 
Der FOXP3/foxp3-Promotorbereich ist in humanen und murinen CD4+CD25- T-Zellen 
größtenteils methyliert und in nTreg-Zellen vollständig unmethyliert (Janson et al., 
2008; Kim and Leonard, 2007). Aufgrund fehlender Methylierung und stärker 
acetylierter Histone in nTreg-Zellen ist der Promotorbereich für Transkriptions-
faktoren wie NFAT, AP1, STAT5, SP1 und TIEG1 zugänglich, wodurch die Trans-
kription ermöglicht wird (Fayyad-Kazan et al., 2010; Kim and Leonard, 2007). Jedoch 
unterscheidet sich im Menschen und der Maus die Stabilität der Methylierung in 
diesem Promotorbereich. Murine CD4+CD25- T-Zellen weisen nach TGF- indu-
zierter foxp3-Expression eine geringere Methylierung als konventionelle CD4+CD25-
T-Zellen auf (Kim and Leonard, 2007). Hingegen ist in humanen iTreg-Zellen keine 
Veränderung der Methylierung nach Stimulation mit TGF- festzustellen (Janson et 
al., 2008). Unabhängig davon findet sowohl im Menschen als auch in Mäusen in 
iTreg-Zellen eine Acetylierung der Histone statt, wodurch die Bindung von 
Transkriptionsfaktoren begünstigt wird (Abb. 1.3) und eine instabile FOXP3/foxp3-





Die CNS1, auch als TGF-ß Sensor bezeichnet, besitzt keine CpG-Dinukleotide, 
jedoch existiert eine transkriptionelle Regulation durch Histon-Acetylierung (Tone et 
al., 2008). Es wird angenommen, dass diese Region die FOXP3-Expression durch 
Bindung von Transkriptionsfaktoren verstärken kann (Polansky et al., 2008). In 
CD4+CD25- T-Zellen sind keine acetylierten Histone vorhanden, hingegen ist eine 
deutliche Acetylierung sowohl in iTreg- als auch in nTreg-Zellen zu finden (Tone et 
al., 2008). Die in vitro Stimulation von CD4+CD25- T-Zellen über den TCR in 
Anwesenheit von TGF- kann eine Acetylierung in der CNS1 induzieren, somit die 
Bindung von NFAT und SMAD3 ermöglichen und die FOXP3-Expression in iTreg-
Zellen verstärken (Ohkura et al., 2012; Samstein et al., 2012). Sobald TGF- 
entzogen wird verlieren diese iTreg-Zellen allerdings ihre FOXP3-Expression (Huehn 
et al., 2009). Diese Genregion ist für die Reifung von nTreg-Zellen nicht relevant, 
allerdings führt eine spezifische Deletion in Mäusen zur Reduzierung von iTreg-
Zellen, da diese Region für die TGF- induzierte foxp3-Expression benötigt wird 
(Zheng et al., 2010).  
 
Abb. 1.3: Darstellung epigenetischen Regulationsmechanismen der FOXP3-Expression. (A) Epigenetische 




 T-Zellen. (B) Einfluss von TGF- und IL-2 auf die epigenetische 
Genregulation und daraus folgende induzierte FOXP3-Expression (C) Stabile FOXP3-Expression in nTreg-Zellen. 
(Modifiziert nach Huehn et al., 2009) 
Ein spezifisches Merkmal von nTreg-Zellen ist die fehlende DNA-Methylierung in der 





CpG-Methylierungsstudien konnten zeigen, dass ausschließlich nTreg-Zellen in 
dieser FOXP3-Genregion vollständig unmethyliert sind. Alle anderen Leukozyten-
populationen wie z.B. neutrophile Granulozyten, Monozyten, NK-Zellen, B-Zellen und 
nicht-regulatorische T-Zellen besitzen eine vollständige Methylierung in der FOXP3-
TSDR (Baron et al., 2007; Floess et al., 2007). Auch mittels TGF- induzierte iTreg-
Zellen besitzen im Menschen in dieser Region eine vollständige DNA-Methylierung 
wodurch die Bindung von MBD bestehen bleibt (Floess et al., 2007; Polansky et al., 
2008). Murine, mittels TGF-oder DEC-205 induzierte Treg-Zellen zeigen in dieser 
Region eine partielle Demethylierung (Floess et al., 2007; Miyao et al., 2012; 
Polansky et al., 2008). Diese spezifische Demethylierung findet bereits bei der 
Entwicklung von nTreg-Zellen im Thymus statt und gewährleistet eine stabile 
FOXP3/foxp3-Expression durch die Bindung von Transkriptionsfaktoren wie CREB, 
ATF und STAT5 (Klein and Jovanovic, 2011; Toker et al., 2013). Dementsprechend 
kann eine Demethylierung dieser Region eine Foxp3-Expression induzieren (Schmidl 
et al., 2009). Der Methylierungsstatus der FOXP3-TSDR ist nicht entscheidend für 
das Level der FOXP3-Expression, da iTreg-Zellen ein identisches Maß an FOXP3 
exprimieren können (Polansky et al., 2008). Die unmethylierte FOXP3-TSDR ist 
jedoch verantwortlich für die konstitutive Expression von foxp3 und den stabilen 
suppressiven Phänotyp natürlicher Treg Zellen (Miyao et al., 2012). CNS2-defiziente 
Mäuse zeigten erst nach sechs Monaten eine verringerte Anzahl an Treg-Zellen, was 
bestätigt, dass diese Region eine wichtige Bedeutung für die Aufrechterhaltung einer 
stabilen suppressive Funktion in Treg-Zellen besitzt (Zheng et al., 2010).  
Aufgrund der differenziellen Methylierung zwischen nTreg-Zellen und allen anderen 
Leukozyten in der FOXP3-TSDR, eignet sich diese Region besonders gut für eine 
zuverlässige Quantifizierung von humanen nTreg-Zellen. Hierbei bietet sich im 
Vergleich zur Quantifizierung mittels Proteinexpression der große Vorteil einer  
aktivierungsunabhängigen, stabilen DNA-Methylierung (Reik et al., 2001). Dadurch 
ist auch in stark aktiviertem Milieu, verursacht durch Infektionen oder Tumor-
erkrankungen, eine exakte Quantifizierung von nTreg-Zellen möglich.  
CNS3-defiziente Mäuse weisen eine verringerte Anzahl an nTreg-Zellen auf, jedoch 
exprimieren die vorhandenen Zellen in unverändertem Maß foxp3, so dass die CNS3 
eine wichtige Funktion in der Entstehung von Treg-Zellen im Thymus besitzt, jedoch 






Bei einer Sepsis handelt es sich um eine lebensbedrohliche systemische 
Entzündungsreaktion infolge einer Infektion durch Bakterien oder Pilze.  
Seit 1992 wird eine Sepsis durch die American College of Chest Physicians (ACCP) 
und die Society of Critical Care Medicine (SCCM) Consensus Conference in vier 
Schweregrade eingeteilt (Bone et al., 1992a):  
 SIRS (engl. systemic inflammatory response syndrome)  
 Sepsis 
 schwere Sepsis 
 septischer Schock 
SIRS ist eine systemische Reaktion des Immunsystems auf eine Inflammation, die 
dann vorliegt, wenn zwei der in Tabelle 1.1 aufgeführten Kriterien erfüllt sind (Levy et 
al., 2003).  
Tab. 1.1 Klinische Anzeichen einer SIRS 
Kriterium Abweichung 
Körpertemperatur >38°C oder <36°C 
Herzschlagfrequenz >90 min-1 
Atmung >20 min-1 oder PaCO2 <32mm Hg 
Leukozyten 4000< oder >12000 weiße Blutkörperchen µl-1 
Diese Symptome müssen jedoch nicht zwangsläufig durch eine bakterielle oder Pilz-
infektion ausgelöst werden, sondern können auch durch andere Ursachen, wie 
Traumata, Verbrennungen oder eine Pankreatitis hervorgerufen werden.  
Eine Sepsis liegt vor, wenn zusätzlich zu einem SIRS ein begründeter klinischer 
Verdacht oder der Nachweis einer durch Bakterien oder Pilze verursachten Infektion 
vorliegt. 
Bei der schweren Sepsis tritt zusätzlich eine akute Organfehlfunktion, beispielsweise 
der Nieren, Lungen oder des Gehirns auf (Bone et al., 1992b). 
Im schlimmsten Fall kann sich ein septischer Schock entwickeln, bei dem eine 
lebensbedrohliche Hypotension (Blutdruck <90 mm Hg für mindestens eine Stunde) 





Eine Sepsis ist meist bakteriell, seltener durch Pilzinfektionen verursacht, wobei in 
einigen Fällen auch Mischinfektionen vorkommen (Martin et al., 2009). Die letzte in 
Deutschland durchgeführte Prävalenzstudie aus dem Jahr 2003 zeigte, dass jährlich 
75000 Einwohner an einer schweren Sepsis und 79000 Einwohner an einer Sepsis 
erkranken. Damit ist die Sepsis die siebthäufigste lebensbedrohliche, in Kranken-
häusern behandelte, Erkrankung. Mehr als die Hälfte aller an schwerer Sepsis er-
krankten Menschen versterben trotz maximaler medizinischer Behandlung innerhalb 
von 90 Tagen. Aufgrund dieser hohen Mortalitätsrate ist eine Sepsis mit ca. 60000 
Todesfällen im Jahr die dritthäufigste Todesursache in Deutschland. Als Sepsisfokus 
sind Lungenentzündungen die häufigsten Erkrankungen (63 %), gefolgt von 
intraabdominalen (25 %) und urogenitalen (7 %) Infektionen. Aufgrund intensiver 
medizinischer Behandlung von Patienten mit schwerer Sepsis fallen jährlich Behand-
lungskosten in Höhe von 1,77 Milliarden Euro an (Brunkhorst, 2006).  
1.3.1 Pathogenese einer Sepsis 
Damit eine Sepsis entstehen kann, müssen Pathogene in den Blutkreislauf gelangen. 
Nachdem Pathogene die physischen Barrieren des Körpers durchdringen, werden 
diese in der Regel von der angeborenen Immunität erkannt und eliminiert. Diese 
ideal verlaufende Immunantwort kann jedoch in einigen Fällen scheitern. Besonders 
gefährdet sind immunsupprimierte Menschen nach einer Tumorerkrankung oder 
Organtransplantation, aber auch Säuglinge und ältere Menschen (Angus et al., 
2001).  
Kann der eingedrungene Erreger der primären Antwort des Immunsystems ent-
gehen, tritt eine systemische Entzündungsreaktion (SIRS) auf, deren Ausmaß von 
Vorerkrankungen, dem Ernährungsstand des Betroffenen und zugleich der Menge an 
Pathogen und dessen Virulenzfaktoren abhängig ist (Hotchkiss and Opal, 2010). In 
diesem frühen Stadium einer Sepsis wird die angeborene Immunität durch die Identi-
fizierung der Pathogene aktiviert, wobei insbesondere Makrophagen pro-inflam-
matorische Zytokine wie TNF, Interferon(IFN)-, IL-1, IL-6 und IL-12 sezernieren, 
um eine Immunantwort gegen das Pathogen auszulösen (Abb. 1.5). Infolge einer 
übermäßigen pro-inflammatorischen Reaktion des Immunsystems kann es zu 
Gewebeschäden kommen, wodurch DAMPs (engl. damage-associated molecular 
patterns) freigesetzt werden, welche Makrophagen über TLRs aktivieren und weitere 
Inflammation induzieren (Bianchi, 2007). Des Weiteren ist die pro-inflammatorische 





protein B1), Anaphylatoxin C5a und MIF (engl. migration inhibitory factor) charak-
terisiert (Abb. 1.5), welche eine zusätzliche Sezernierung von pro-inflammatorischen 
Zytokinen, aber auch die Aktivierung von Makrophagen und T-Zellen bewirken 
(Huber-Lang et al., 2006; Lotze and Tracey, 2005; Sha et al., 2008; Ward, 2004). 
Diese Zytokine, besonders aber durch Monozyten sezerniertes IL-6, rekrutieren 
Zellen aus dem adaptiven Immunsystem, insbesondere CD4+ T-Zellen. Diese rekru-
tierten T-Zellen werden durch IL-6 und IL-12 aktiviert und es erfolgt eine Th1- und 
Th17-vermittelte Immunantwort mit zusätzlicher Sezernierung von TNF, INF-, IL-2 
und IL-17 (Weaver et al., 2007). Diese unkontrollierte, massive Immunantwort beein-
trächtigt die Endothelfunktion, besonders TNF verursacht eine erhöhte Perme-
abilität von Kapillaren wodurch es zu einer stärkeren Invasion der eingedrungenen 
Pathogene kommen kann. Zusätzlich können sich Blutgerinnsel bilden um die 
Infektion einzudämmen, wobei eine intravaskuläre Gerinnung und eine Erschöpfung 
der Vorräte an Gerinnungsfaktoren auftreten können. Die Folge davon sind 
Blutungen in die Haut und innerer Organe, die letztendlich zu einem letalen 
Organversagen führen können (Denk et al., 2012; Janeway et al., 2009; Rivers et al., 
2001). 
 
Abb. 1.4: Darstellung der Inflammationskinetik einer Sepsis. Zu Beginn einer Sepsis findet gleichzeitig eine 
pro-inflammatorische (SIRS) und anti-inflammatorische (CARS) Immunreaktion statt. Ein Ausufern einer dieser 
Reaktionen fördert das Versterben eines Patienten. Eine Kompensation beider Reaktion führt zur erneuten 
Homöostase und fördert das Überleben septischer Patienten. (Modifiziert nach Hotchkiss et al., 2013) 
Im Gegenzug zu diesem stark pro-inflammatorischen SIRS findet zeitgleich das 
CARS (engl. compensatory anti-inflammatory response syndrom) statt (Abb. 1.4), 





entgegenwirkt (Adib-Conquy and Cavaillon, 2009). Zu diesen Mediatoren gehören IL-
10, TGF-, IL-4 und die lösliche Rezeptoren IL-1R und TNFR (Abb. 1.5). IL-10 wird 
durch Th2- und Treg-Zellen sezerniert und inhibiert die Proliferation und die 
Sezernierung von pro-inflammatorischen Zytokinen wie IFN-, TNF, IL-1, IL-6 und 
IL-2 in Th1-Zellen und Makrophagen (Fiorentino et al., 1991; Makarenkova et al., 
2006; Pillay et al., 2012). Gleichzeitig regt es die Produktion von IL-1R und TNFR als 
Liganden für IL-1 und TNF an (Seitz et al., 1995). Zusätzlich wird die MHC 
Expression auf APCs negativ stimuliert und somit die T-Zellaktivierung reduziert 
(Moore et al., 2001). Es konnte gezeigt werden, dass zwischen dem IL-10 Serum-
level und dem Anteil an Treg-Zellen eine Korrelation besteht (Hiraki et al., 2012). 
TGF- induziert Treg-Zellen und inhibiert gleichzeitig die T-Zellproliferation und die 
Synthese der pro-inflammatorischen Zytokine IL-1, TNF und HMGB1 (Bogdan and 
Nathan, 1993; Gilbert et al., 1997). Die T-Zelldifferenzierung wird durch IL-4 
beeinflusst indem eine Verschiebung von Th1 zu Th2 stattfindet (Seder et al., 1992).  
Damit wird deutlich, dass es sich bei einer Sepsis um einen interaktiven und 
dynamischen Prozess zwischen pro- und anti-Inflammation handelt, wobei eine 
Fehlregulation auf beiden Seiten letal sein kann (Abb. 1.4). 
 
Abb. 1.5: Reaktionskaskade des angeborenen und adaptiven Immunsystems während einer Sepsis. Ein 
eingedrungenes Pathogen aktiviert das angeborene Immunsystem, wodurch es zu einer exzessiven 
Ausschüttung pro-inflammatorischer Mediatoren kommt (SIRS). Gleichzeitig wird das adaptive Immunsystem 
involviert und eine anti-inflammatorische Gegenreaktion (CARS) gestartet.  
Lange Zeit wurde angenommen, dass diese unkontrollierte pro-inflammatorische 
Reaktion auf in den Körper eingedrungene Pathogene die wesentliche Ursache für 
den Tod septischer Patienten sei (Bone et al., 1992a). Die durchgeführten anti-
inflammatorischen Therapien mit Corticosteroiden, anti-Endotoxin Antikörpern, TNF-





1987; Fisher et al., 1996; Fisher et al., 1994; Ziegler et al., 1991). Jahre später 
konnte gezeigt werden, dass sich in vielen Patienten, die die Frühphase einer Sepsis 
überleben, nach der akuten Hyperinflammation eine Immunsuppression ausbildet 
(Abb. 1.4), in der häufig lebensbedrohliche sekundäre Infektionen erworben werden 
(Boomer et al., 2011; Hotchkiss et al., 2013; Otto et al., 2011; Ward, 2011).  
Die Pathophysiologie dieser immunsuppressiven Bedingungen während einer Sepsis 
ist jedoch nicht vollständig geklärt. Im Rahmen einer Sepsis kommt es zur Apoptose 
von CD4+ und CD8+ T-Zellen, DCs und B-Zellen in der Milz, im Thymus und in den 
Lymphknoten (Hotchkiss et al., 1999; Hotchkiss et al., 2002; Hotchkiss et al., 2001). 
Das Absterben der Immunzellen ist unabhängig vom Alter der Patienten oder der Art 
des Pathogens zu beobachten (Felmet et al., 2005; Hotchkiss et al., 2000; Toti et al., 
2004). Ein Entgegenwirken dieser Apoptose von Immunzellen verbessert die Über-
lebensrate septischer Mäuse (Chung et al., 2003).  
Eine wichtige Rolle in der Entstehung der Immunsuppression wird auch den 
neutrophile Granulozyten zugeschrieben. In gesunden Menschen sind neutrophile 
Granulozyten mit einer Lebensdauer von etwa 24 Stunden sehr kurzlebig, doch 
während einer Sepsis kommt es zu einer verspäteten Apoptose und einer Anhäufung 
dieser Zellen. Allerdings bilden diese neutrophile Granulozyten deutlich weniger ROS 
(engl. reactive oxygen species) wodurch ihre Phagozytoseaktivität erheblich reduziert 
ist (Kovach and Standiford, 2012; Stephan et al., 2002). Darüber hinaus wurde 
während einer Sepsis eine suppressive Neutrophilen-Population identifiziert, die 
mittels IL-10 die Proliferation und Zytokinsezernierung von IFN-, TNF, IL-1, IL-6 
und IL-2 in T-Zellen und Makrophagen inhibieren kann (Fiorentino et al., 1991; 
Makarenkova et al., 2006; Pillay et al., 2012). Zudem zeigte eine Studie in septischen 
Mäusen, dass eine reduzierte Neutrophilenaktivität eine Pseudomonas aeruginosa 
verursachte Pneumonie begünstigen kann (Delano et al., 2011). 
Ein weiterer Faktor für die Entstehung einer Immunparalyse ist die Reduktion von 
NK-Zellen und DCs während einer Sepsis (Forel et al., 2012; Hotchkiss et al., 2002). 
Nicht nur die Anzahl an DCs ist während einer Sepsis geringer, sondern auch die 
Expression des HLA-DR (engl. human leukozyte antigen receptor) ist reduziert, 
wodurch es zu einer deutlich schlechteren Antigenpräsentation kommt. Zugleich wird 
verstärkt IL-10 ausgeschüttet (Poehlmann et al., 2009). Eine verringerte HLA-DR 
Expression und zusätzlich reduzierte TNF, IL-1, IL-6 und IL-12 Bildung und eine 





Makrophagen und Monozyten beobachtet (Biswas and Lopez-Collazo, 2009; 
Monneret et al., 2004). 
Den stärksten Einfluss während einer Sepsis erfahren CD4+ T-Zellen, deren Gesamt-
anteil sich deutlich reduziert (Ono et al., 2013). Hier wird von einer T-Zell-
Erschöpfung (engl. T cell exhaustion) gesprochen, womit ein anerger Zustand der T-
Zellen nach dauerhafter Aktivierung und damit verbundener massiver Zytokin-
produktion während einer Sepsis beschrieben wird. Die Folgen dieser permanenten 
Aktivierung sind der Verlust ihrer Effektorfunktionen, eine stark verminderte 
Proliferation und eine reduzierte Zytokinproduktion (Wherry, 2011). Zugleich wird 
weniger CD127 exprimiert und die Expression von PD1 (engl. programmed cell 
death) induziert. Im Gegenzug zeigen Makrophagen eine erhöhte Expression von 
PD1L, welcher bei Bindung an PD1 die Proliferation inhibiert und eine Apoptose in 
den betroffenen T-Zellen induziert (Boomer et al., 2011; Chang et al., 2014). 
Guignant et al. postulierten, dass eine erhöhte PD1-Expression auf T-Zellen mit 
einem erhöhten Risiko einer Sekundärinfektion und der damit erhöhten Mortalität 
korreliert (Guignant et al., 2011). Dass diese PD1-PDL1 Interaktion eine wichtige 
Rolle während einer Sepsis spielt, konnten Tierversuche bestätigen, indem eine 
Blockade der PD1-PDL1 Bindung die Überlebensrate von septischen Tieren deutlich 
steigerte (Zhang et al., 2010).  
1.3.2 Regulatorische T-Zellen in der Sepsis 
Treg-Zellen sind während einer Infektion ein zweischneidiges Schwert, da sie 
einerseits einen Gewebeschaden begrenzen, jedoch auch T-Effektorzellen bei der 
Pathogenelimination behindern können und dadurch eine Pathogenpersistenz ent-
stehen kann (Venet et al., 2008; Walley et al., 1997).    
Während einer Sepsis bleibt die Expression des Treg-spezifischen Transkriptions-
faktors FOXP3 unverändert während die Expression der verschiedenen T-Zell 
spezifischen Transkriptionsfaktoren T-bet (Th1), GATA3 (Th2) und RORT (Th17) 
reduziert wird (Pachot et al., 2005; Venet et al., 2008; Venet et al., 2004). In 
durchgeführten Studien wurde im Blut septischer Patienten ein erhöhter Anteil an 
CD4+CD25+ T-Zellen verglichen mit gesunden Probanden beschrieben (Monneret et 
al., 2003; Scumpia et al., 2006; Venet et al., 2004). In diesen Arbeiten wurden Treg-
Zellen jedoch durch die Proteinexpression von CD4 und CD25 bestimmt, wodurch 
eine Erfassung von aktivierten CD4+CD25- T-Zellen nicht ausgeschlossen ist, da 





regulatorische T-Zellen nach Aktivierung CD25 exprimieren können (Ziegler, 2007). 
Es wurde vermutet, dass dieser Anstieg nicht auf die Proliferation, der sonst anergen 
Treg-Zellen zurückzuführen ist, sondern auf eine Apoptose der CD4+ Effektorzellen 
(Venet et al., 2004). Die Apoptose-Resistenz von Treg-Zellen könnte durch die 
erhöhte Expression von BCL-2 (engl. B cell lymphoma 2) oder aber auch durch die 
gesteigerte Treg-Induktion mittels Alarminen (PAMPs und DAMPs) begründet sein 
(Zanin-Zhorov et al., 2006). Des Weiteren wurde in septischen Patienten ein erhöhter 
TGF- Spiegel nachgewiesen, wodurch vermehrt Treg-Zellen induziert werden 
könnten (Bogdan and Nathan, 1993; Marie et al., 1996). Dieser erhöhte Anteil an 
Treg-Zellen kann eine effektive Bekämpfung von Pathogenen verhindern. Venet et 
al. konnten zeigen, dass ein Anstieg an Treg-Zellen mit einer reduzierten Proli-
feration von T-Zellen in septischen Patienten einhergeht (Venet et al., 2009). Mittels 
PMXF (engl. polymyxin-B immobilized fibre) konnte der erhöhte Anteil an 
CD4+CD25+Foxp3+ T-Zellen reduziert und eine erneute Zunahme der CD4+ T-
Zellpopulation erreicht werden (Ono et al., 2013). Außerdem konnte gezeigt werden, 
dass FOXP3-inhibierende siRNA oder aber auch anti-GITR-Antikörper eine Immun-
antwort gegenüber Bakterien verstärken können (Scumpia et al., 2007; Venet et al., 
2009). Treg-Zellen können nicht nur die Proliferation und die Ausschüttung pro-
inflammatorischer Zytokine durch CD4+ T-Zellen verhindern, sondern inhibieren auch 
Zellen des angeborenen Immunsystems wie z.B. Monozyten und neutrophile 
Granulozyten. Während einer Sepsis können Treg-Zellen in Monozyten und 
Neutrophilen eine Apoptose induzieren oder aber auch eine Reduktion der HLA-DR, 
IL-6, IL-8 und TNF-Expression bewirken (Venet et al., 2008). Da es während einer 
Sepsis zu einer Fehlregulation zwischen der pro- und anti-inflammatorischen 
Immunantwort kommt, könnten Treg-Zellen eine Schlüsselrolle während einer Sepsis 
spielen.   
1.4 Fragestellung und Zielsetzung der Arbeit 
In der Vergangenheit wurden regulatorische T-Zellen während der Sepsis anhand 
der Expression von charakteristischen Proteinen untersucht. Insbesondere bei einer 
Sepsis, einer Erkrankung, die eine starke Aktivierung von Immunzellen herbeiführt, 
besitzt die Quantifizierung regulatorischer T-Zellen mittels Proteinexpression 
Nachteile, da sich die Expression vieler Proteine während der Zellaktivierung 
verändert. In der vorliegenden Arbeit sollte eine Methode etabliert und validiert 





Methylierungsmuster in der FOXP3-TSDR ermöglicht, welches als stabiles, 
aktivierungsunabhängiges Merkmal von Zellen im peripheren Blut angesehen wird. 
Mit Hilfe dieser Methode sollte eine Quantifizierung von Treg-Zellen in septischen 
Patienten durchgeführt und mit dem mittels Durchflusszytometrie erstellten, 
charakteristischen Treg-Profil verglichen werden.   
Des Weiteren sollte in dieser Arbeit die Rolle von Treg-Zellen während einer poly-
mikrobiellen Sepsis anhand des CLP (engl. cecal ligation and puncture)-
Mausmodells genauer untersucht werden. Mittels Analyse der Foxp3- und Nrp1-
Expression sollten neue Erkenntnisse über das iTreg- und nTreg-Verhältnis während 
einer Sepsis gewonnen werden. Um die Funktion regulatorischer T-Zellen während 
einer Sepsis zu charakterisieren, sollten DEREG-Mäuse eingesetzt werden, die eine 
spezifische Depletierung von Treg-Zellen ermöglichen. Damit der Einfluss von Treg-
Zellen auf die Früh und Spätphase einer Sepsis beschrieben werden kann, sollte 
eine Depletion vor der Induktion einer polymikrobiellen Sepsis oder vor einer 
Sekundärinfektion durch den typischen Erreger einer nosokomialen Pneumonie, 
Pseudomonas aruginosa erfolgen. Zusätzlich sollte die Rolle des TLR2 während 
einer Sepsis und darauffolgenden Sekundärinfektion mittels TLR2-defizienter Mäuse 
analysiert werden. 
In einem anderen Teil dieser Arbeit sollte mit den beiden DNA-Methyltransferase 
(DNMT)-Inhbitoren Epigallocatechingallat (EGCG) und 5-Aza-2´-deoxycytidin (5-Aza-
dC) die Differenzierung von CD4+CD25- T-Zellen in Treg-Zellen in vitro induziert 
werden, da eine Treg-Zell-Therapie viele Erkrankungen positiv modulieren könnte. 
 




2 Material und Methoden 
2.1 Mauslinien 
Nachfolgend aufgelistete Versuchstiere wurden in der tierexperimentellen Einheit des 
Universitätsklinikum Essen unter SPF-Bedingungen (spezifisch Pathogen-frei) in 
IVC2-Käfigen (engl. individually ventilated cage) gehalten und waren vor Versuchs-
beginn mindestens acht Wochen alt. Um Infektionen der Versuchstiere zu erkennen 
wurden alle drei Monate Sentinel-Mäuse einer histologischen, serologischen und 
parasitologischen Gesundheitsüberprüfung durch ein externes Labor unterzogen. 
2.1.1 BALB/c 
BALB/c-Mäuse wurden von Harlan Winkelmann GmbH (Borchen, Deutschland) 
bezogen. Die transgenen Foxp3-GFP und DEREG-Mäuse besitzen den genetischen 
Hintergrund der BALB/c-Mäuse. 
2.1.2 Foxp3-GFP 
Transgene Foxp3-GFP-Mäuse exprimieren das GFP (engl. green fluorescent protein) 
unter der Kontrolle des foxp3-Promotors, wodurch alle Foxp3+ Zellen das GFP bilden 
(Fontenot et al., 2005). Ursprünglich wurden diese Mäuse von Jackson Laboratory 
(Bar Harbor, USA) bezogen und werden nun unter tierärztlicher Kontrolle in der 
tierexperimentellen Einheit des Universitätsklinikum Essen in homozygoter Form 
weitergezüchtet. 
2.1.3 DEREG 
Transgene DEREG (engl. Depletion of regulatory T cells)-Mäuse exprimieren einen 
Diphtherietoxin (DT)-Rezeptor und das GFP unter der Kontrolle des foxp3-Promotors  
(Lahl and Sparwasser, 2011). Die intraperitoneale Applikation von DT führt in diesen 
Mäusen zu einer selektiven Depletion von Foxp3+ Treg-Zellen. Die Bildung des GFP 
ermöglicht eine direkte Detektion von Treg-Zellen mittels FACS.  
2.1.4 TLR2-/- 
Transgene TLR2-/- Mäuse besitzen einen globalen Knockout des Toll-like-Rezeptor 2. 
Der genetische Hintergrund dieser TLR2-/-  Mäuse ist C57BL/6. 
2.1.5 C57BL/6 
C57BL/6-Mäuse wurden von Harlan Winkelmann GmbH (Borchen, Deutschland) 
bezogen. 




2.2 Zelllinien und Bakterienstämme 
2.2.1 Jurkat-Zelllinie 
Die Jurkat-Zelllinie ist eine humane immortalisierte T-Zelllinie, die im Jahre 1970 aus 
T-Zellen eines an Leukämie erkrankten Patienten etabliert wurde (Schneider et al., 
1977). Diese Zelllinie wurde in dieser Arbeit für Versuche zur Induktion 
regulatorischer T-Zellen durch DNA-Methyltransferase-Inhibitoren eingesetzt. 
2.2.2 Pseudomonas aeruginosa  
Zuvor mittels CLP (engl. cecal ligation and puncture, Kap. 2.12.1) induzierte sep-
tische Mäuse wurden mit dem PAO1-Stamm des gramnegativen Bakterium 
Pseudomonas aeruginosa intratracheal sekundärinfiziert, welches eine häufige 
Ursache für eine nosokomiale Pneumonie bei Patienten auf Intensivstation ist.  
2.2.3 FOXP3 transduzierte T-Zellen (Treg-Zelllinie) 
In T-Zellen wurde FOXP3-cDNA retroviral transduziert. Infizierte Zellen wurden 
mittels FACS sortiert und bis zu drei Monate kultiviert (Ocklenburg et al., 2006).  
2.3 Patientenproben 
Blutproben septischer Patienten (nach ACCP/ACCM-Kriterien) von der Intensiv-
station des Universitätsklinikums Essen wurden spätestens 48 Stunden nach 
Diagnosestellung untersucht. 
2.4 Chemikalien 
Tab. 2.1 Verwendete Chemikalien 
Chemikalie Hersteller 
2-Mercaptoethanol Carl Roth, Karlsruhe 
5-aza-2´-deoxycytidine (5-aza-dC) Sigma-Aldrich, USA 
Agarose Biobudget, Krefeld 
Ammoniumacetat Carl Roth, Karlsruhe 
Ampli Taq 10-fach Reaktionspuffer Applied Biosystems, Darmstadt 
AutoMACS Pro Washing Solution Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach 
AutoMACS Running Buffer Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach 
Biocoll Biochrom, Berlin 
Borsäure Carl Roth, Karlsruhe 
Diethyldicarbonat-Wasser (DEPC-H2O) Carl Roth, Karlsruhe 




Dimethylsulfoxid (DMSO) Carl Roth, Karlsruhe 
Dinatriumhydrogenphosphat (Na2HPO4 
x 2 H2O) 
Sigma-Aldrich, USA 
dNTP-Mix (dATP, dCTP, dGTP, dTTP) Fermentas, St. Leon-Rot 
Diphtherietoxin (DT) Merck, Darmstadt 
Epigallocatechin-3-gallat (EGCG) Sigma-Aldrich, USA 
Ethanol (absolut) Carl Roth, Karlsruhe 
Ethylendiamintetraessigsäure (EDTA) Carl Roth, Karlsruhe 
Fötales Kälberserum (FCS) PAA Laboratories, Pasching 
Go Taq Flexi 5-fach Puffer Promega, Mannheim 
Heparin-Natrium-25000-ratiopharm Merckle GmbH, Blaubeuren 
Isofluran (Forane) Abbot, Wiesbaden 
Kaliumdihydrogencarbonat (KHCO3) Carl Roth, Karlsruhe 
Kaliumhydrogenphosphat (KH2PO4) Carl Roth, Karlsruhe 
Kaliumchlorid (KCl) Carl Roth, Karlsruhe 
Ketamin (10 %) Ceva, Düsseldorf 
Lineares Polyacrylamid (LPA) Ambion, Darmstadt 
Magnesiumchlorid (MgCl2) Promega, Mannheim 
MML V-RT 5-fach Puffer Promega, Mannheim 
Natriumchlorid (NaCl) Carl Roth, Karlsruhe 
Natriumacetat Carl Roth, Karlsruhe 
Natriumhydroxid Carl Roth, Karlsruhe 
Penicillin-Streptomycin Sigma, Hamburg 
S-adenosylmethionin (SAM) New England Biolabs, Frankfurt 
TaqMan Probes Mastermix Roche, Schweiz 
Tris Carl Roth, Karlsruhe 
Trypan Blue Stain Invitrogen, Karlsruhe 
Xylazin (2 %) Ceva, Düsseldorf 
2.5 Puffer, Kulturmedien und Lösungen 
Tab. 2.2 Verwendete Puffer, Medien und Lösungen 
Bezeichnung Zusammensetzung 
ACK-Puffer 155 mM  NH4Cl 
9,98 mM  KHCO3 




0,5 M  EDTA (pH 8) 
pH auf 7,2 - 7,4 ; sterilfiltriert 
Bisulfitlösung 4,25 g  Sodium bisulfit 
7,5 ml   H2O 
Unter UV-Schutz lösen 
450 µl  Hydrochinon 
500 µl  10 M NaOH 
CD4 Isolation Puffer 1  1x PBS 
0,1 %   FCS 
2 mM   EDTA (pH 7,4) 
CD4 Isolation Puffer 2  
 
RPMI medium 
1 %   FCS 
Collagenase / Dnase-Lösung 1 mg/ml  Collagenase Typ D 
10 μg/ml  Dnase I Typ II 
1-fach           FACS-Puffer 
Columbia Blut Agar  
 
12,0 g  Casein 
5,0 g   Tiergewebe 
3,0 g   Hefeextrakt 
3,0 g   Rindfleischextrakt 
1,0 g   Maisstärke 
5,0 g   NaCl 
13,5 g  Agar 
5 %   Schafblut 
Ad 1L 
DNA-Ladepuffer (6x) 10 mM  Tris (pH 7,5) 
0,03 %  Bromphenolblau 
0,03 %  Xyclencyanol FF 
60 %   Glycerin 
60 mM  EDTA 
Einfriermedium für Zellen 90 %             IMDM Komplettmedium 
10 %   DMSO 
FACS-Puffer 2 %   FCS 
2 mM   EDTA 
1-fach  PBS 




Iscove’s Modified Dulbecco’s Medium - 
IMDM Komplettmedium 
mit GlutaMAXTM und 25 mM Hepes 
10 %   hitzeinaktiviertes FCS 
100 U/ml  Penicillin 
0,1 mg/ml  Streptomycin 
25 μM  2-Mercaptoethanol 
Lungenverdau - Lösung 5,39 ml  IMDM 
310 µl  FCS 
240 µl  Collagenase D (2mg/ml) 
60 µl   Dnase (1mg/ml) 
PBS 136 mM  NaCl 
2,68 mM  KCl 
8,09 mM  Na2HPO4x2H2O 
1,47 mM  KH2PO4 
Maus-Anästhetikum-Mix 875 µl  NaCl 
100 µl  Ketamin (10%) 
25 µl   Xylazin (2%) 
Roswell Park Memorial Institute-Medium - 
RPMI1640-Komplettmedium 
mit GlutaMAXTM und 25 mM Hepes 
10 %   hitzeinaktiviertes FCS 
100 U/ml  Penicillin   
0,1 mg/ml  Streptomycin 
M. Sss1-Puffer (10x) 3,44 ml  NaCl (1,45 M) 
1 ml   Tris (pH 7,9) 
2 ml   EDTA (0,5 M) 
3,56 ml  H2O 
TBE-Puffer 89 mM  Tris 
89 mM  Borsäure 
2,53 mM  EDTA 
TE-Puffer (10/1)  10 mM  Tris/HCl (pH 8,0) 
1 mM   EDTA 
Trypanblau-Lösung 
 
0,5 g   Trypanblau 
0,9 g   NaCl 
ad 100 ml H2O 
Tryptone Soya Broth - TSB-Medium 15 g   Trypton 
5 g   Soya 
5 g   NaCl 
15 g   Agar 





2.6 Oligonukleotide & Plasmide 
Alle Oligonukleotide stammen, wenn nicht anders angegeben, von der Fa. Eurofins 
MWG Operon (Ebersberg, Deutschland). Die TaqMan-Sonden stammen von der Fa. 
Life Technologies (Carlsbad, USA). Für die cDNA-Synthese wurden Oligo(dT)-Primer 
(0,5 μg / μl) und Random-Primer (3,0 μg / μl) der Fa. Invitrogen (Carlsbad, USA) ver-
wendet. Die aufgelisteten Oligonukleotide wurden entsprechend ihrer Annealing-
Temperatur (AT) im PCR-Programm eingesetzt. 
a) qRT-PCR (mRNA Expression) 
Tab. 2.3 Verwendete Primer für die Bestimmung der mRNA-Expression 
Bezeichnung Oligonukleotid Sequenz AT 
FOXP3_fw 5-GAACGCCATCCGCCACAACCTGA-3 56 
FOXP3_rev 5- CCCTGCCCCCACCACCTCTGC-3 56 
GARP_fw 5-TTCCAGGGCCCCAGCTAACTAATG-3 56 
GARP_rev 5- GGGGCCACTTCCTGTCCACTT-3 56 
GATA3_fw 5-GTCCTGTGCGAACTGTCAGA-3 56 
GATA3_rev 5-GGGGAAGTCCTCCAGTGAGT-3 56 
IFNγ_fw 5-TGACCAGAGCATCCAAAAGA-3 56 
IFNγ_rev 5-CTCTTCGACCTCGAAACAGC-3 56 
IL-4_fw 5-GCCACCATGAGAAGGACACT-3 56 
IL-4_rev 5-ACTCTGGTTGGCTTCCTTCA-3 56 
IL-10_fw 5-CCCTAACCTCATTCCCCAACCAC-3 58 
IL-10_rev 5-CCGCCTCAGCCTCCCAAAGT-3 58 
IL-17_fw 5-ACCAATCCCAAAAGGTCCTC-3 56 
IL-17_rev 5-GGGGACAGAGTTCATGTGGT-3 56 
RORγT_fw 5- AGGGCTCCAAGAGAAAAGGA-3 56 
RORγT_rev 5-CTTTCCACATGCTGGCTACA-3 56 
RPS9_fw 5-CGCAGGCGCAGACGGTGGAAGC-3 56 
RPS9_rev 5-CGAAGGGTCTCCGCGGGGTCACAT-3 56 
TBX21_fw 5-ACGCTTCCAACACGCATATC-3 56 
TBX21_rev 5-ATCTCCCCCAAGGAATTGAC-3 56 
TGF_fw 5-TGGCTGTATGAGCACCGTTA-3 56 
TGF_rev 5- TGGATCTTTGCCATCCTTTC-3 56 





Tab. 2.4 Verwendete Primer zur Typisierung von Mäusen 
Bezeichnung Oligonukleotid Sequenz AT 
DEREG fw1 5-GCGAGGGCGATGCCACCTACGGCA-3 60 
DEREG rev1 5-GGGTGTTCTGCTGGTAGTGGTCGG-3 60 
DEREG fw2 5-CCCAGGTTACCATGGAGAGA-3 60 
DEREG rev2 5-GAACTTCAGGGTCAGCTTGC-3 60 
FOXP3eGFP fw1 5-CGGCAAGCTGACCCTGAAGT-3 58 
FOXP3eGFP rev1 5-GGATGTTGCCGTCCTCCTTG-3 58 
FOXP3eGFP fw2 5-GCGTAAGCAGGGCAATAGAGG-3 58 
FOXP3eGFP rev2 5-GCATGAGGTCAAGGGTGATG-3 58 
TLR2 fw 5-CTTCCTGAATTTGTCCAGTACAGGG-3 58 
TLR2 rev 5-GGGCCAGCTCATTCCTCCCACTCAT-3 58 
c) QAMA-assay 
Tab. 2.5 Verwendete Primer in der methylierungs-sensitiven qRT-PCR 

























mFOXP3qRT 5-AAATTTGTGGGGTAGATTATTTGTTTTTT-3 60 















Tab. 2.6 Verwendete TaqMan-Sonden in der methylierungs-sensitiven qRT-PCR 
Bezeichnung Oligonukleotid Sequenz AT 
hFOXP3meth 5-TCGGCGTATTCGG-3 60 
hFOXP3unmeth 5-AGTTTGGTGTATTTGGT-3 60 
mFOXP3meth 5-ATTCGGTCGTTATGACGTT-3 60 
mFOXP3unmeth 5-ATTTGGTTGTTATGATGTTAAT-3 60 
e) Plasmide 
 RPCIB753C201037Q (Imagenes, Berlin) 
2.7 Enzyme, Antikörper und Fluorochrome 
Tab. 2.7 Verwendete Enzyme 
Enzym Hersteller 
Ampli Taq Gold Polymerase Applied Biosystems, Darmstadt 
CpG Methyltransferase (M.SssI) New England Biolabs, Frankfurt 
Collagenase Typ D Roche Diagnostics, Mannheim 
Deoxyribonuclease (Dnase) I Typ II Sigma-Aldrich, USA 
Go Taq Hot Start Polymerase Promega, Mannheim 
HotStar HiFidelity  Polymerase Qiagen, Hilden 
M-MLV Reverse Transkriptase Promega, Mannheim 
Rnase H minus point mutant Promega, Mannheim 
 
Tab. 2.8 Murine Antikörper 
Epitop Fluorophor Klon Hersteller 
CD3 --- 145-2C11 BD Pharmingen 
CD4 Apc RM4-5 BD Pharmingen 




CD4 PB RM4-5 BD Pharmingen 
CD8a Apc 53-6.7 BD Pharmingen 
CD11b PE M1/70 BD Pharmingen 
CD11c FITC HL3 BD Pharmingen 
CD25 PE PC61 BD Pharmingen 
CD80 Biotin 16-10A BD Pharmingen 
CD69 Biotin H1.2F3 BD Pharmingen 
CD279 PE-Cy7 RMP1-30 BioLegend 
Foxp3 FITC FJK-16s eBioscience 
GATA3 PE-Cy7 L50-823 BD Pharmingen 
Nrp1 Apc --- R&D Systems 
RoRT Apc AFKJS-9 eBioscience 
Streptavidin PE --- BD Pharmingen 
Streptavidin Apc --- BD Pharmingen 
 
Tab. 2.9 Humane Antikörper 
Epitop Fluorophor Klon Hersteller 
CD3 --- OKT3 Miltenyi 
CD4 FITC RPA-T4 BD Pharmingen 
CD4 Apc OKT4 eBioscience 
CD4 PB RPA-T4 eBioscience 
CD25 Apc BC96 eBioscience 
CD28 --- 15E8 Miltenyi 
CD127 PB eBioRDR5 eBioscience 
FOXP3 PE PCH101 eBioscience 
 
Tab. 2.10 Verwendete Fluorochrome 
Fluorochrom Abkürzung Absorption(nm) Emission (nm) 
Allophycyanin Apc 640 660 
Fluoresceinisothiocyanat FITC 493 525 
Pacific Blue® PB 410 455 
PKH26 PKH26 551 567 
R-Phycoerythrin PE 496 575 
R-Phycoerythrin-Cyanin7 PE-Cy7 496 774 




2.8 Kommerzielle Standardsets (Kits) 
Tab. 2.11 Verwendete Kits 
Bezeichnung Hersteller 
BisulFlash DNA Modification Kit Epigentek, USA 
CD11c+ MicroBeads Miltenyi, Bergisch Gladbach 
CD4+ T Cell Isolation Kit Dynabeads Life Technologies, Darmstadt 
CD4+ T Cell Isolation Kit, human Miltenyi, Bergisch Gladbach 
CD4+ T Cell Isolation Kit, mouse Miltenyi, Bergisch Gladbach 
DNeasy Blood & Tissue Kit Qiagen, Hilden 
MethylFlash DNA Quantification Kit Epigentek, USA 
Nucleobond PC 500 Plasmid Preparation Macherey-Nagel, Düren 
QIAEX II Gel Extraction Kit Qiagen, Hilden 
QIAquick Gel Extraction Kit Qiagen, Hilden 
Rneasy Mini Kit Qiagen, Hilden 
Wizard DNA-Clean up System Promega, USA 
2.9 Geräte 
Tab. 2.12: Verwendete Geräte 
Gerät Hersteller 
AutoMACs pro Cell Separator Miltenyi Biotec 
Axiovert 40C (Mikroskop) Carl Zeiss, Jena 
7500 Fast real-time PCR system Applied Biosystems, USA 
AX120 (Feinwaage) Shimadzu, Duisburg 
Centrifuge 5417R Eppendorf, Hamburg 
CP2202S (Waage) Sartorius, Göttingen 
Dyna-Mag 15 Magnetic Concentrator Invitrogen, USA 
FACS (BD LSR II) BD Biosciences, Heidelberg 
FACS (BD ARIA II) BD Biosciences, Heidelberg 
GelDoc Station Intas, Göttingen 
GL-130 (Sicherheitswerkbank) Kojair, Niederlande 
Hera cell 150i (Inkubator) Thermo Fisher, USA 
Horizon 11.14 (Gellaufkammer) Whatman, Göttingen 
HulaMixer Sample Mixer Invitrogen, USA 
Laryngoskop  Penn Century, USA 




LightCycler 480 Roche, Schweiz 
MS3 basic Vortexer IKA, Staufen 
MSC-Adantage (Sicherheitswerkbank Kl. 2) Thermo Scientific, USA 
Multifuge 3SR+ Thermo Scientific, USA 
Multifuge X3R Thermo Scientific, USA 
Nahtmaterial Prolene 5-0 45 cm Ethicon, Norderstedt 
Nalgene Mr. Frosty Freezing Container Thermo Scientific, USA 
Nanodrop ND-1000 (Photometer) Peqlab, Erlangen 
pH-Meter 765 Knick, Berlin 
PowerPac Universal Netzteil Bio-Rad, USA 
Präzisionswaage 440 Kern, Balingen 
T3000 Thermocycler Biometra, Göttingen 
Thermomixer comfort Eppendorf, Hamburg 
Ultrospec Cell Density Meter GE Healthcare, UK 
VITEK MS bioMérieux 
2.10 Molekularbiologische Methoden 
2.10.1 Plasmid Isolierung und Gewinnung von genomischer DNA 
Die Plasmid Isolierung wurde mit dem NucleoBond PC500 Kit (Macherey-Nagel, 
Düren) nach Herstellerangaben durchgeführt und die DNA im letzten Schritt in 200 µl 
H2O resuspendiert. 
Für die Gewinnung von genomischer DNA wurde das QIAamp DNA Mini Kit (Qiagen, 
Hilden) gemäß Herstellerangaben verwendet. Die DNA wurde mit 50 µl H2O eluiert. 
2.10.2 Genotypisierung transgener Mäuse 
Die Genotypisierung transgener Mäuse erfolgte mittels PCR. Als template wurde ge-
nomische DNA verwendet, welche aus Schwanzbiopsien isoliert wurde. Die in der 
PCR eingesetzten Primer sind in Tab. 2.4 aufgelistet. Der komplette Reaktionsansatz 
ist in Tab. 2.13 dargestellt. 
Tab. 2.13: Reaktionsansatz für die Genotypisierung transgener Mäuse 
Bezeichnung Menge 
genomische DNA 20 ng 
Reaktionspuffer 1-fach 
MgCl2 1,5 mM 




dNTP Mix (2,5 mM jedes Nukleotid) 1 mM 
Primermix 5 μM fw / 5 μM rev 
GoTaq Hot Start Polymerase 0,5 U 
H2O steril Ad 20 µl 
Dieser PCR-Ansatz wurde nach in Tab. 2.14 aufgeführtem PCR-Programm in einem 
Thermocycler inkubiert. 
Tab. 2.14: PCR-Programm zur Genotypisierung transgener Mäuse 
Schritt Temperatur Dauer 
1. Schritt 95 °C 10 Minuten 
10 Zyklen 95 °C 30 Sekunden 
 AT 90 Sekunden 
 72 °C 90 Sekunden 
27 Zyklen 95 °C 15 Sekunden 
 AT 45 Sekunden 
 72 °C 90 Sekunden 
2 Schritt 4 °C  
Mittels Gelelektrophorese (1 % Agarosegel) konnte anschließend anhand der 
spezifischen PCR-Produktgrößen der Genotyp der untersuchten Mäuse bestimmt 
werden. 
2.10.3 Bestimmung der mRNA-Expression 
2.10.3.1 Gewinnung von Gesamt-RNA 
Gesamt-RNA wurde mit einem Rneasy Mini Kit (Qiagen, Hilden) nach Hersteller-
vorgaben isoliert und ggf. in cDNA (engl. complementary DNA) umgewandelt (Kap. 
2.10.3.2). Die Gesamt-RNA wurde mit 100 µl DEPC (Diethyldicarbonat) behandeltem 
H2O eluiert. 
2.10.3.2 Quantitative real-time-PCR für Genexpressionsanalysen 
Um die Expression T-Zell-spezifischer Gene auf mRNA-Ebene zu bestimmen, wurde 
die Gesamt-RNA aus unbehandelten humanen CD4+CD25- T-Zellen, Jurkat-Zellen 
und 5-Aza-dC bzw. EGCG stimulierten Zellen (Kap. 2.11.7) mittels RNeasy Mini Kit 
(Qiagen, Hilden) nach Herstellerangaben isoliert. 




Nach Isolation wurde die RNA durch Zugabe von 1 μl linearem Polyacrylamid (5 mg / 
ml), 0,5 Vol. Ammoniumacetat (7,5 M) und 2,5 Vol. eiskaltem Ethanol (absolut) bei -
80 °C für mindestens eine Stunde gefällt. Nach zweifachem Waschen mit 80%igem 
Ethanol wurde die RNA anschließend luftgetrocknet, in 13 μl DEPC-H2O re-
suspendiert und die Konzentration am Nanodrop ND-1000 (PeqLab, Erlangen) 
Photometer bestimmt. Anschließend wurden 200 ng bis 8 µg RNA für die reverse 
Transkription zur cDNA-Synthese eingesetzt. 
Tab. 2.15: Reaktionsansatz für die Primerhybridisierung 
Bezeichnung Menge 
RNA 13 µl 
Oligo(dT)-Primer 0,5 μl (0,25 μg) 
Random Hexamer-Primer 0,5 μl (1,5 μg) 
Der Reaktionsansatz aus Tab. 2.15 wurde 10 Minuten bei 70 °C im Thermocycler 
inkubiert und anschließend auf Eis abgekühlt. Nach Hybridisierung wurden 6 µl 
Enzymmix (Tab. 2.16) für die reverse Transkription hinzugefügt. 
Tab. 2.16: Enzymmix für die cDNA-Synthese 
Bezeichnung Menge 
(5-fach) M-MLV-Reverse Transkriptase-Puffer 4 µl 
(2,5 mM) dNTP-Mix (10 mM) 1 µl 
(200 U) M-MLV Reverse Transkriptase 1 µl 
Die cDNA-Synthese erfolgte bei 42 °C für 60 Minuten im Thermocycler und wurde 
mit der Hitzeinaktivierung  des Enzyms bei 90 °C für 5 Minuten beendet. 
Für die quantitative real-time-PCR (qRT-PCR) wurden die cDNA-Proben mit den 
entsprechenden Primern und dem SYBR-Green PCR Master Mix versetzt, der neben 
dem Fluoreszenzfarbstoff auch die AmpliTaq Gold® DNA Polymerase, dNTPs und 
die benötigten Pufferkomponenten enthält. 
Tab. 2.17: Reaktionsansatz für eine SYBR-Green qRT-PCR: 
Bezeichnung Menge 
cDNA Template (~ 20 ng) 5 µl 
Primermix (50 – 900 mM je Primer) 5 µl 
SYBR-Green PCR Master Mix (2-fach) 10 µl 




Zur Ermittlung der Genexpression wurde für jedes Gen eine Eichreihe aus einem 
Gemisch aller eingesetzten Proben hergestellt. Mithilfe dieser Eichreihe und des 
gemessenen Ct (engl. Cycle threshold, Fluoreszenzschwellenwert)-Wert wurden die 
relativen template-Konzentrationen bestimmt. Anschließend wurde die ermittelte 
template-Konzentration mit Hilfe von RPS9 (ribosomales Protein S9) normalisiert. 
Dieses Gen ist ein housekeeping Gen und wird von allen Zellen in gleicher Menge 
konstitutiv exprimiert. Die Echtzeit-Detektion der (SYBR-Green)-Fluoreszenzsignale 
während der Amplifikation erfolgte mit einem 7500 Fast real-time PCR System und 
wurde im Anschluss mit der „7500 Fast System Software“ (Applied Biosystems, 
Carlsbad, USA) analysiert. 
Tab. 2.18: PCR-Programm zur Bestimmung der mRNA-Expression 
Schritt Temperatur Dauer 
1. Schritt 95 °C 10 Minuten 
40 Zyklen 95 °C 15 Sekunden 
 56 °C  (IL-10 58 °C) 1 Minute 
 72 °C 1 Minute 
Schmelzkurvenanalyse 95 °C 15 Sekunden 
 60 °C 1 Minute 
 95 °C 15 Sekunden 
2.10.3.3 Gene Array - Genexpressionsanalysen 
Für vergleichende Transkriptomanalysen mittels „Agilent gene expression chip“- 
Technologie (Kooperation mit Dr. Robert Geffers, Helmholtz-Zentrum für Infektions-
forschung, Braunschweig) wurden  CD4+CD25- T-Zellen aus PBMCs (engl. 
Peripheral blood mononuclear cells) mittels FACS (Fluorescence activated cell 
sorter) Aria II (Becton Dickinson, Franklin Lakes, USA) durchflusszytometrisch 
sortiert und mit 5-Aza-dC oder EGCG für sieben Tage kultiviert (Kap. 2.11.7). 
Anschließend wurde die Gesamt-RNA mit dem Rneasy mini Kit (Qiagen, Hilden) 
extrahiert, zum Verdau kontaminierender DNA mit DNase behandelt, und ihre 
Konzentration und Qualität mit Hilfe des Agilent Bioanalyzers 2100 (Agilent 
Technologies, Santa Clara, USA) elektrophoretisch ermittelt. Nach Umschreibung 
der RNA in cDNA und dann mittels „Quick Amp Labeling Kit, one-color“ (Agilent 
Technologies, Waldbronn) in Cy3-markierte cRNA wurde die Konzentration der 
cRNA und die Markierung durch Cy3 mittels Nanodrop (PEQLAB, Erlangen) 




bestimmt. Anschließend wurden von jeder Probe 1,6 μg Cy3-markierter cRNA auf 
den Genchip „Agilent´s human 4x44k microarrays“ 16 Stunden bei 68°C hybridisiert 
(Agilent Technologies, Waldbronn, Deutschland). Nach der Hybridisierung und dem 
Waschen erfolgte das Scannen des Genchips auf dem „DNA Microarray Scanner“ 
mit „Surescan high Resolution“ gemäß Herstellerangaben (Agilent Technologies, 
Waldbronn, Deutschland). Die Signalintensitäten wurden mit der „Feature Extraction 
Software 10.5.1.1“ unter Berücksichtigung der empfohlenen Einstellungen durch den 
Hersteller (GE1_105_Dec08, Agilent Technologies, Waldbronn, Deutschland) 
analysiert und mit der „Gene Spring Software“ (Agilent Technologies, Waldbronn, 
Deutschland) ausgewertet.  
2.10.4 Methylierungssensitive qRT-PCR (QAMA-Methode) 
Die QAMA (engl. quantitative analysis of methylated alleles)-Methode, ermöglicht die 
Bestimmung des relativen Anteils der DNA-Methylierung eines Gens in einem 
einzelnen Reaktionsgefäß (Zeschnigk et al., 2004). Grundlegend sind zwei ver-
schiedenen, sequenzspezifische TaqMan-Sonden, die mit zwei verschiedenen 
Fluoreszenzfarbstoffen gekoppelt sind. Die FAM (6-FAM-phosporamidit)-markierte 
Sonde bindet spezifisch an unmethylierte Bisulfit-DNA und die VIC (4,7,2′-trichloro-7′-
phenyl-6-carboxyfluorescein)-markierte Sonde bindet spezifisch an methylierte 
Bisulfit-DNA der gleichen Genregion. In jedem Lauf wird die Standardkurve zur 
Quantifizierung regulatorischer T-Zellen neu ermittelt. 
2.10.4.1 Bisulfit-DNA Synthese 
Im Laufe dieser Arbeit wurde die Bisulfit-DNA Synthese von einem von der 
Humangenetik des Universitätsklinikum Essen publizierten in-house Protokolls auf 
ein kommerzielles Kit umgestellt (Kap. 2.8) (Zeschnigk et al., 1999). Für das in-house 
Protokoll wurden zunächst bis zu 2 µg DNA in 50 µl H2O gelöst. Anschließend 
erfolgte die Zugabe von 5,5 µl NaOH (3 M) und eine 15 minütige Inkubation bei 37 °C 
und 850 rpm. Es folgte eine Inkubation für 2 Minuten bei 95 °C mit folgender 
Abkühlung für 3 Minuten auf Eis. Für die Reaktion über Nacht (16-20 Stunden unter 
UV-Schutz) wurden 500 µl frisch angesetzte Bisulfitlösung (Kap. 2.5) hinzugegeben. 
Am nachfolgenden Tag wurden die Proben mittels Wizard DNA Clean-Up System 
(Promega, Madison, USA) aufgereinigt, indem die DNA-Lösung mit 1 ml Wizard-
Puffer gemischt und nach Herstellerangaben aufgereinigt wurde. 




Die Umstellung der Bisulfit-DNA Synthese erfolgte auf das Methylflash Kit 
(Epigentek, Farmingdale, USA). Hierfür wurden 200 ng bis 1 µg DNA gemäß dem 
Herstellerprotokoll in Bisulfit-DNA umgewandelt und nach Aufreinigung mit 12 µl H2O 
eluiert.  
2.10.4.2 Herstellung der Standardkurven für den QAMA-assay 
Die humane FOXP3 Zielregion wurde aus einem Bacterial Artificial Chromosome 
(BAC; RPCIB753C201037Q, Imagenes, Berlin) amplifiziert. Hierfür wurden die E.coli 
Klone in 400 ml LB-Medium mit Chloramphenicol (25 mg/L) über Nacht bei 37 °C kul-
tiviert. Am nächsten Tag wurden die Plasmide mittels NucleoBond PC500 Kit  
(Macherey-Nagel, Düren) nach Herstellerangaben isoliert und die Konzentration 
bestimmt. 
Anschließend wurde die Zielregion mittels PCR unter der Verwendung des 
FOXP3SeqT-Primerpaar (Kap. 2.6) mit den Komponenten aus Tab. 2.19 und den 
PCR-Parametern aus Tab. 2.20 amplifiziert.  
Tab. 2.19: PCR-Reaktionsansatz  
Bezeichnung Menge 
GoTaq Puffer 5 µl 
dNTPs (10mM) 0,5 µl 
MgCl2 1,5 µl (25mM) 
H2O 12,9 µl 
Primermix (5µM je Primer) 2 µl 
GoTaq Polymerase 0,125 µl 
Plasmid DNA 3 µl 
Tab. 2.20: PCR-Programm für die Generierung der FOXP3-TSDR Standardkurve 
Schritt Temperatur Dauer 
1. Schritt 94 °C 10 Minuten 
40 Zyklen 94 °C 45 Sekunden 
 55 °C 45 Sekunden 
 72 °C 1 Minute 
Die generierten PCR-Produkte wurden mittels Gelelektrophorese (1 % Agarosegel) 
ermittelt und anschließen mit dem QIAquick Gel Extraction Kit (Qiagen, Hilden) 




aufgereinigt. Für die DNA-Konzentrationsbestimmung wurde ein NanoDrop ND-1000 
Spektrophotometer (peqLAB, Erlangen) verwendet. 
Je 1 µg DNA wurden mittels CpG methyltransferase (M. SssI) (New England Biolabs, 
Frankfurt) methyliert. Zur DNA-Lösung wurden 4 µl SssI-Puffer, 4µl SAM (3,2 mM) 
(Kap. 2.5), 2 µL M. SssI hinzugefügt und mit H2O auf 40 µl aufgefüllt. Dieser 
Reaktionsansatz wurde gemischt und für vier Stunden bei 37 °C inkubiert. 
Anschließend wurden weitere 4 µl SAM (3,2 mM) hinzugefügt und über Nacht bei 37 
°C inkubiert. Am darauf folgenden Tag wurden definierte DNA-Mischungen her-
gestellt (100 %, 98 %, 96 %, 94 %, 90 %, 85 %, 80 %, 70 %, 60 %, 50 %, 30 %, 20 
%, 10 %, 0 % vol. Methylierung) und diese für 10 Minuten bei 65 °C denaturiert. 
Anschließend wurde 1/10 Volumen Natriumacetat (3 M, pH 4,6) und 2,5x Volumen 
Ethanol (absolut) hinzugegeben, für 30 Minuten bei -20 °C abgekühlt, und 10 
Minuten bei 14000 rpm zentrifugiert. Die gefällte DNA wurde 2x mit Ethanol (70 %) 
gewaschen und das DNA-Präzipitat bei R.T. getrocknet. Letztlich wurde das 
Präzipitat in 50 µl H2O resuspendiert und für die Bisulfit-Konvertierung verwendet. 
Die Herstellung der Standardkurven für die murine QAMA-Methode erfolgte analog 
dazu. Hierfür wurden CD4+Foxp3- und CD4+CD25+Foxp3+ T-Zellen aus Milzen naiver 
Foxp3-GFP Mäuse mittels FACS separiert, die DNA extrahiert und eine PCR mit dem 
mFoxp3Amp2 Primerpaar durchgeführt. Das PCR-Produkt wurde mittels Gelelektro-
phorese (1 % Agarose) aufgereinigt und die Methylierung mittels NGS (engl. next 
generation sequencing) bestimmt. Für die Herstellung der Standardkurve wurde DNA 
aus murinen Splenozyten gewonnen und die Zielregion mit dem mFOXP3SeqT-
Primerpaar mittels Touchdown-PCR (Tab. 2.23) aus dieser amplifiziert. 
2.10.4.3 Methylierungssensitive qRT-PCR 
Die generierte Bisulfit-DNA wurde als template für die methlierungssensitive qRT-
PCR verwendet. Die Quantifizierung von murinen und humanen Proben erfolgte in 
einer 96-Loch Platte. Das aus Tab. 2.21 eingesetzte Reaktionsgemisch wurde mit 
dem PCR-Programm aus Tab. 2.22 in einem LightCycler 480 (Roche Diagnostics, 
Rotkreuz, Schweiz) eingesetzt und mittels LightCycler 480 Software (Roche 
Diagnostics) ausgewertet. Die Berechnung der Ct-Werte erfolgte mit der Methode 
„Abs. Quantification/Fit Points“. Nach Bildung der Differenzen der Ct-Werte der 
beiden TaqMan-Sonden erfolgte die Berechnung des Treg-Anteils in der unter-
suchten Probe mittels Standardkurve. Für die Bestimmung des Treg-Anteils in weib-
lichen Personen, wurde aufgrund der Inaktivierung von FOXP3 durch Methylierung 




auf dem zweiten X-Chromosom, der mit Hilfe der Eichreihe ermittelte Wert mit dem 
Faktor zwei multipliziert. 
Tab. 2.21: Reaktionsansatz für die Quantifizierung natürlicher Treg-Zellen 
Bezeichnung Menge 
Primermix (10 pMol fw-Primer / 10 pMol rev-Primer) 5 µl 
Bisulfit DNA 5 µl 
Mastermix 10 µl 
Tab. 2.22: PCR-Programm für die Quantifizierung natürlicher Treg-Zellen 
Schritt Temperatur Dauer 
1. Schritt 95 °C 10 Minuten 
40 Zyklen 95 °C 15 Sekunden 
 60 °C 1 Minute 
2.10.5 DNA-Sequenzierung 
Die reine DNA-Sequenz von PCR-Produkten wurde mittels Sequenzierung nach 
Sanger bestimmt. Für Methylierungsuntersuchungen von DNA wurde hingegen die 
deep amplicon Analyse mit next generation sequencing (NGS) durchgeführt. 
2.10.5.1 DNA-Sequenzierung nach Sanger 
Für die Sequenzierung nach Sanger, wurden 5 µl Plasmid-DNA mit einer Konzen-
tration von 200 ng/µl oder 5 µl PCR-Produkt mit einer Konzentration von 50 ng/µl 
zusammen mit 5 pmol/µl Primer an den zentralen DNA-Sequenzierservice der 
Medizinischen Fakultät im Institut für Humangenetik gegeben, wo die Sequenzierung 
erfolgte. 
2.10.5.2 Deep amplicon Analyse mittels NGS 
Für die Bestimmung der DNA-Methylierung mittels NGS wurde Bisulfit-DNA mittels 
getaggten Primern (bsp. FOXP3_AMP5) mit der in Tab. 2.23 dargestellten 
Touchdown-PCR amplifiziert: 
Tab. 2.23 PCR-Touchdown-Programm für die Vorbereitung von NGS-Proben  
Schritt Temepratur Dauer 
1. Schritt 95 °C 5 Minuten 
14 Zyklen 95 °C 20 Sekunden 
 63 °C (-1 °C je Zyklus) 1 Minute 




 72 °C 1 Minute 
40 Zyklen 95 °C 20 Sekunden 
 56 °C 1 Minute 
 72 °C 1 Minute 
2. Schritt 72 °C 5 Minuten 
3. Schritt 4 °C  
Die generierten PCR-Produkte wurden nach Gelelektrophorese (1 % Agarose) 
mittels QIAEX II Gel Extraction Kit (Qiagen, Hilden) nach Herstellerangaben 
aufgereinigt. Anschließend wurden Produkt-spezifische Linker an die Tag-
Sequenzen mit Hilfe einer zweiten PCR angehängt (Tab. 2.23). Die erstellten PCR-
Produkte wurden erneut mittels QIAEX II Gel Extraction Kit nach Herstellerangaben 
aufgereinigt und die Konzentration mit Hilfe eines Nanodrop ND-1000 bestimmt.  
Danach folgte eine Aufreinigung durch Agencort AMPure XP beads (Beckman 
Coulter, Pasadena, USA) sowie eine erneute Bestimmung der DNA-Konzentration 
mittels Nanodrop. Diese Amplicons wurden dann verdünnt, vereinigt, mittels emPCR 
amplifiziert und durch ein Roche 454 GS junior System (Roche Diagnostics, 
Rotkreuz, Schweiz) nach Herstellerangaben analysiert.  
2.10.6 Bestimmung der globalen DNA-Methylierung 
Die Bestimmung der globalen DNA-Methylierung wurde mit 100 ng DNA nach 
Herstellerprotokoll des MethylFlash Methylated DNA Quantification Kit (Epigentek, 
Farmingdale, USA) durchgeführt. 
2.11 Zellbiologische Methoden 
2.11.1 Gewinnung von Einzelzellsuspensionen 
Für die Durchführung der unterschiedlichen Analysen und Experimente wurden 
Lymphozyten aus dem Blut, der mesenterischen Lymphknoten, der Milz und der 
Lunge der Versuchstiere isoliert. Wenn nicht anders angegeben, wurden die 
Zentrifugationsschritte in einer Zellkulturzentrifuge (Multifuge 3SR+, Thermo 
Scientific) für 10 Minuten bei 1200 rpm und 4 °C durchgeführt. 
2.11.1.1 Milz 
Nach der Entnahme wurden die Milzen in einer Petrischale mit 7 ml Erythrozyten-
Lysis-Puffer (ACK-Puffer, Kap. 2.5) gespült. Die erhaltene Zellsuspension wurde mit 
8 ml FACS-Puffer auf ein Gesamtvolumen von 15 ml verdünnt. Um Gewebestücke 




zu entfernen und eine Verklumpung der Zellen zu vermeiden, wurde die Suspension 
durch ein 70 μm Mikrosieb (BD Falcon cell strainer, Heidelberg) gefiltert. Das 
gewonnene Filtrat wurde zentrifugiert und der Überstand abgesaugt. Die isolierten 
Milzzellen wurden in der benötigten Menge FACS-Puffer (Kap. 2.5) resuspendiert 
und die Zellzahl mittels Neubauer Zählkammer bestimmt. 
2.11.1.2 Lymphknoten 
Die entnommenen mesenterischen Lymphknoten (mLN) wurden in ein 100 μm 
Mikrosieb (BD Falcon cell strainer) überführt, welches in einer Petrischale in 5 ml 
FACS-Puffer gelagert wurde. Um die Lymphozyten zu isolieren, wurden die Lymph-
knoten durch das Sieb gedrückt. Das gewonnene Filtrat wurde zentrifugiert und der 
Überstand abgesaugt. Die isolierten Zellen wurden in der benötigten Menge FACS-
Puffer resuspendiert und die Zellzahl mittels Neubauer Zählkammer bestimmt. 
2.11.1.3 Blut  
Das Blut der Versuchstiere wurde umgehend nach der Tötung mit einer mit Heparin 
(1:100 in PBS) benetzten Einmal-Feindosierungsspritze direkt aus dem Herzen ent-
nommen und in ein mit 200 μl Heparin (1:100 in PBS) befülltes, 1,5 ml Reaktions-
gefäß überführt. Das Blut-Heparin-Gemisch wurde mit ACK-Puffer auf 1,5 ml 
aufgefüllt, 3 Minuten bei R.T. inkubiert und für 10 Minuten bei 500 x g und 4 °C 
zentrifugiert (Centrifuge 5417R, Eppendorf). Es folgten maximal 2 weitere 
Inkubationsschritte mit 1 ml ACK-Puffer bis zur nahezu vollständigen Entfernung der 
Erythrozyten. Anschließend wurden die Zellen im benötigten Volumen FACS-Puffer 
aufgenommen und die Zellzahl mittels Neubauer Zählkammer bestimmt. 
2.11.1.4 Lunge  
Für die Isolation von Leukozyten aus der Lunge wurde die Aorta durchtrennt und die 
Lungen über das Herz mit 10 ml PBS gespült. Anschließend wurden beide Lungen 
entnommen und in 1 ml Verdaulösung (Kap. 2.5) mechanisch zerkleinert. Danach 
wurde die Lungensuspension auf 3 ml Verdaulösung aufgefüllt und für 45 Minuten 
bei 37 °C inkubiert, dabei alle 5 Minuten mittels Pipettieren geschert. Nach der 
Inkubation wurde die Lungensuspension über ein 70 µM Mikrosieb (BD Falcon cell 
strainer) filtriert um Organstücke zu entfernen. Es wurde 7 ml PBS nachgespült und 
zentrifugiert. Um Erythrozyten zu entfernen, wurde der Überstand abgesaugt und es 
folgte eine Lyse mit 2 ml ACK-Puffer, ein Waschschritt mit FACS-Puffer und das Zell-
Präzipitat wurde im gewünschten Volumen FACS-Puffer aufgenommen. 




2.11.2 Gewinnung von CD4+ T-Zellen und CD11c+ dendritischen Zellen  
2.11.2.1 Isolierung CD4+ mittels autoMACS 
Die Isolierung von CD4+ T-Zellen aus den murinen oder humanen Einzelzellsuspen-
sionen erfolgte mittels magnetischer Separation. Hierfür wurde der autoMACS® Pro 
Separator (Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach) mit dem Programm: „deplete“ 
verwendet. Das CD4+ T Cell Isolation Kit (Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach) für 
humane oder murine Zellen wurde gemäß Herstellerangaben verwendet. 
2.11.2.2 CD4+-Zell Isolierung mittel Dynabeads 
Die Isolierung von CD4+ Zellen aus humanen Blutproben erfolgte mittels Dynabeads 
CD4+ T Cell Isolation Kit (Life Technologies, Carlsbad, USA). Es wurden 4 ml Vollblut 
mit 8 ml Puffer 1 verdünnt und gemäß Herstellerangaben isoliert. Für die Bindung der 
CD4+ Zellen wurden 48 µl „beads-Lösung“ verwendet und für die abschließende 
Lösung der Zellen von den beads 18 µl „Detach-a-bead-Lösung“.  
2.11.2.3 Isolierung von CD11c+ dendritischen Zellen 
Um CD11c+ Zellen aus der Milz zu isolieren, wurde zunächst 1 ml einer 
Collagenase/DNase-Lösung (Kap. 2.5) in die Milz injiziert, die Milz anschließend in 
kleine Stücke geschnitten und in einem Gesamtvolumen von 2,5 ml der Collagenase 
/DNase-Lösung für 30 Minuten bei 37 °C verdaut. Danach wurde diese Suspension 
inklusive aller Gewebestücke in ein 70 μm Mikrosieb (BD Falcon cell strainer) 
überführt, hindurchgedrückt, mit 10 ml FACS-Puffer gespült und zentrifugiert. 
Anschließend wurde der Überstand verworfen, die Zellen in 400 µl FACS-Puffer 
resuspendiert, 100 µl „CD11c MicroBeads, mouse“ (Miltenyi Biotec, Bergisch 
Gladbach) hinzugefügt und das Gemisch 15 Minuten bei  4 °C inkubiert. Nach 
Bindung des biotinylierten Antikörpers wurden die Zellen mit FACS-Puffer 
gewaschen und gemäß Herstellerangaben über positive Selektion (Programm: 
posseld) am autoMACS® Separationssystem (Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach) 
isoliert. 
2.11.3 Gewinnung von PBMCs 
Um PBMCs (engl. Peripheral blood mononuclear cells) aus Buffy-Coat mittels 
Dichtegradientenzentrifugation zu isolieren, wurde dieser 1:1 mit PBS verdünnt und 
20 ml davon vorsichtig auf 20 ml Biocoll-Trennlösung (Biochrom, Berlin) überführt. 
Diese zwei Phasen wurden 25 Minuten bei 1800 rpm und Raumtemperatur mit 
geringster Beschleunigungs- und Bremswirkung der Zentrifuge zentrifugiert. Danach 




wurde vorsichtig die weiße, milchige Leukozyten-Interphase entnommen, diese 
einmalig mit PBS gewaschen und 10 Minuten bei 1200 rpm und 4 °C zentrifugiert. 
Die isolierten Leukozyten wurden entweder in FACS-Puffer aufgenommen und direkt 
für Analysen verwendet oder aber 1x108 Zellen in 2 ml Einfriermedium (Kap. 2.5)  
gelöst und in Cryoröhrchen bei einer Abkühlung von  -1 °C/min bei -80 °C 
weggefroren. Für Langzeitlagerung wurden die Zellen 48 Stunden später in einen 
Flüssigstickstofftank überführt. 
2.11.4 Durchflusszytometrie (fluorescence activated cell sorting, FACS) 
Das FACS BD LSR II (BD Bioscience, Heidelberg) ermöglicht die Identifizierung und 
Quantifizierung verschiedener Zellpopulation mithilfe morphologischer Eigenschaften 
(Größe im forward scatter, Granularität im side scatter) und der zellspezifischer 
Expression selektiver Moleküle (extra- und intrazellulär). Für den Nachweis 
exprimierter Moleküle wurden Fluorochrom-gekoppelte Antikörper verwendet (Tab. 
2.8 & 2.9). Im Durchflusszytometer werden die Zellen in einem sehr dünnen 
Flüssigkeitsstrom auf Einzelzellniveau an einem Laser vorbeigeführt. Zum einen gibt 
die Beugung des Vorwärtsstreulichts (forward scatter) durch die untersuchte Zelle 
Aufschluss über ihre Größe und zum anderen die Brechung des Seitwärtsstreulichtes 
(side scatter) über ihre Granularität. Die an die Zellen gebundenen Antikörper 
werden durch unterschiedliche Laser angeregt und die Emission detektiert und in 
elektrische Signale konvertiert. Für eine Multifarbenmessung ist auf eine 
Kompensation zu achten, da die Emissionen verschiedener Fluorochrome über-
lappen können. Die erzeugten Signale werden von einem Computer aufgezeichnet 
und mit Hilfe einer Software (FACS Diva, BD Bioscience, Heidelberg) dargestellt. 
Hierbei wurden Zellzahlen, Größen, Granularitätswerte linear und Fluoreszenz-
intensitäten logarithmisch aufgetragen. 
2.11.4.1 Antikörpermarkierung von extrazellulären Proteinen 
Die Färbung der Zellen erfolgte in FACS-Puffer in einer 96-Loch-Platte. Dafür wurden 
die murinen Zellen für 10 Minuten (humane Zellen 15 Minuten) bei 4 °C im Dunkeln 
mit den gewünschten Antikörperlösungen inkubiert. Ausschließlich die Nrp1-Färbung 
erfolgte für 30 Minuten bei Raumtemperatur im Dunkeln. Nach Inkubationsphase 
wurden die Zellen einmal mit FACS-Puffer gewaschen, im gewünschten Volumen 
FACS-Puffer gelöst und im Durchflusszytometer untersucht. 
 




2.11.4.2 Antikörpermarkierung von intrazellulären Proteine 
Die intrazelluläre Färbung erfolgte im Anschluss an die Oberflächenfärbung. Die 
bereits gefärbten Zellen wurden mit PBS-Puffer anstatt mit FACS-Puffer gewaschen 
und anschließend mit einem verdünnten Fixation/Permeabilization-Mix (eBioscience, 
San Diego, USA) für mindestens 90 Minuten bei 4 °C im Dunkeln inkubiert. Die 
fixierten Zellen wurden dann mit 1x Permeabilisierungspuffer (eBioscience) ge-
waschen und für 30 Minuten mit Antikörperlösung in Permeabilisierungspuffer bei 4 
°C im Dunkeln gefärbt, mit FACS-Puffer gewaschen, danach in FACS-Puffer 
aufgenommen und durchflusszytometrisch untersucht. 
2.11.4.3 Sortieren von Zellpopulationen mittels Durchflusszytometrie 
Um Zellpopulationen voneinander zu separieren, wurden Zellen mit entsprechenden 
Antikörpern markiert und am FACS Aria II Sorter (BD Bioscience, Heidelberg) unter 
Verwendung der FACS Diva Software in IMDM-Komplettmedium sortiert. 
2.11.5 Markierung von Lymphozyten zur Bestimmung der Proliferation 
Lymphozyten wurden mit drei verschiedenen Markern zur Bestimmung der Pro-
liferation inkubiert, um die Variabilität von verschiedenen Fluorochromen bei 
durchflusszytometrischen Untersuchungen sicherzustellen. 
2.11.5.1 CFSE-Markierung von Lymphozyten 
Um die Proliferation von Lymphozyten in vitro zu bestimmen, wurden diese mit 
Carboxyfluorescein-Succinimidyl Ester (CFSE) markiert. Dieser Farbstoff diffundiert 
passiv in die Zellen und bindet dort irreversibel an Zellproteine. Bei jeder Zellteilung 
halbiert sich die Fluoreszenzintensität des CFSE-Signals und ermöglicht so die 
Bestimmung der Proliferationszyklen der markierten Zellen. Die zu markierenden 
Zellen wurden in 2 ml IMDM aufgenommen und mit 2 ml CFSE-Färbelösung (2 ml 
IMDM + 1 μl CFSE) durchmischt (CFSE-Endkonzentration von 2,5 μM). Darauf 
folgten eine Inkubation für 8 Minuten bei 37 °C im Dunkeln, eine Zugabe von 4 ml 
FCS, um die Aufnahme zu stoppen und ein weiterer Inkubationsschritt von 5 Minuten 
bei 37 °C im Dunkeln. Letztlich wurde die Zellsuspension mit IMDM-Komplettmedium 








2.11.5.2 PKH26-Markierung von Lymphozyten 
Alternativ wurde die proliferative Aktivität in vitro mittels PKH26 Red Fluorescent Cell 
Linker Markierung bestimmt. Das Prinzip ähnelt dem der CFSE-Markierung. Die zu 
markierenden Zellen wurden in 350 µl Diluent c gelöst und mit weiteren 350 µl 
Diluent c-Färbelösung (350 µl Diluent c + 1 µl PKH) durchmischt. Darauf folgte eine 
Inkubation für 4 Minuten bei R.T. im Dunkeln und die Zugabe von 1 ml FCS und eine 
weitere Inkubation für 1 Minute im Dunkeln. Anschließend wurde zweimal mit 4 ml 
IMDM-Komplettmedium gewaschen, der Überstand abgenommen und die markierten 
Zellen im erforderlichen Volumen aufgenommen.  
2.11.5.3 eFluor670-Markierung von Lymphozyten 
Als dritte Alternative wurde die Proliferation mit eFluor670 bestimmt. Zuerst wurden 
die Zellen zweimal mit PBS gewaschen und anschließend in 1 ml resuspendiert. 
Diese Zellsuspension wurden mit 1 ml Färbelösung (2 ml PBS + 4 µl eFluor670) 
vermischt und 10 Minuten bei 37 °C im Dunkeln inkubiert. Die Reaktion wurde mit 
Zugabe von 2 ml kalten FCS gestoppt und so für 5 Minuten auf Eis im Dunkeln 
inkubiert. Anschließend wurden die markierten Zellen zweimal mit PBS gewaschen, 
der Überstand verworfen und die Zellen im gewünschten Volumen IMDM-
Komplettmedium aufgenommen. 
2.11.5.4 Bestimmung der Proliferationsaktivität 
Um die Proliferation von CFSE/PKH26/eFluor670-markierten humanen T-Zellen zu 
bestimmen, wurden 2x105 Zellen in jeweils 200 μl IMDM-Komplettmedium pro Kavität 
einer 96-Loch-Flachbodenplatte ausgesät. Die Zellen wurden mittels löslichen anti-
CD3 Antikörpern (1 μg/ml) und isolierten 2x105 CD11c+ Zellen für 96 Stunden bei 37 
°C kultiviert.  
Murine markierte Zellen wurden mit löslichen anti-CD3 Antikörpern (1 μg/ml) und 
2x105 bestrahlten Milzzellen für 72 Stunden kultiviert. Als Kontrolle dienten 
unstimulierte, markierte Zellen. Die proliferative Aktivität wurde über die Messung der 
abnehmenden Fluoreszenzintensität durchflusszytometrisch bestimmt. 
2.11.5.5 Bestimmung suppressiver Eigenschaften von T-Zellen  
Für die Bestimmung der suppressiven Aktivität von humanen T-Zellen, wurden diese  
mit 2x105 CFSE/PKH26/eFluor670-markierten CD4+CD25- T-Zellen (Responder-
Zellen) aus dem gleichen PBMC-Spender im Verhältnis 1:1 in 200 μl IMDM-




Komplettmedium kultiviert. Diese Zellen wurden mit löslichen anti-CD3 Antikörpern (1 
μg/ml) und 2x105 isolierten CD11c+ Zellen für 96 Stunden bei 37 °C kultiviert. 
Murine T-Zellen wurden mit 2x105 CFSE/PKH26/eFluor670-markierten CD4+CD25- T-
Zellen aus WT-Mäusen im Verhältnis 1:1 in 96-Loch- Flachbodenplatten in 200 μl 
IMDM-Komplettmedium für 72 Stunden co-kultiviert. Zur Stimulation der Proliferation 
wurden lösliche anti-CD3-Antikörper (1 μg/ml) und 2x105 bestrahlte Milzzellen 
hinzugegeben. Die Abnahme der Fluoreszenzintensität des Farbstoffes in den 
Responder-Zellen wurde durchflusszytometrisch bestimmt und diente als Maß für 
ihre Proliferation bzw. Suppression. 
2.11.6 Bestimmung von sezernierten Zytokinen 
Zur Bestimmung des Zytokinkonzentration im Serum septischer und gesunder 
Mäuse, wurde Blut durch Punktion des retroorbitalen Venenkomplexes gewonnen, 
mindestens 80 µl Serum isoliert (Kap. 2.12.2) und dieses bis zur weiteren Analyse 
bei -80 °C gelagert. Die Quantifizierung von IL-4, IL-6, IL-10 und TNF erfolgte mit 
Hilfe des Luminex 200 unter Verwendung des „Luminex Screening Assays“ (R&D, 
Minneapolis, USA) nach Herstellerangaben. Die Konzentration der Zytokine wurde 
mit der Luminex IS Software (Luminex Corporation, Austin, USA) bestimmt. 
2.11.7 Kultivierung von Jurkat- und CD4+CD25- T-Zellen mit DNMT-Inhibitoren 
Jurkat-Zellen oder humane CD4+CD25- T-Zellen wurden für vier oder sieben Tage 
mit den DNMT-Inhibitoren 5-Aza-dC (5-Aza-2′-deoxycytidin) und EGCG 
(Epigallocatechingallat) kultiviert. 
2,5x106 Jurkat-Zellen wurden mit 5 µM oder 1 µM 5-Aza-dC bzw. 50 µM oder 5 µM 
EGCG in RPMI1640-Medium in einem 5 % CO2 Inkubator kultiviert.  
Je 2,5x106 CD4+CD25- T-Zellen wurden analog zu den Jurkat-Zellen behandelt, 
allerdings zusätzlich mit 1 µg/ml löslichem anti-CD3-Antikörper, 1 µg/ml löslichem 
anti-CD28 Antikörper, 100 U/ml IL-2 und Penicillin/Streptomycin in einem 5 % CO2 
Inkubator kultiviert. 
Beide Inhibitoren waren in 1 % DMSO / 99 % IMDM gelöst und wurden jeden zweiten 
Tag hinzugefügt. Unbehandelte Kontrollzellen wurden nur mit 1 % DMSO stimuliert. 
Alle Ansätze wurden nach vier Tagen für 10 Minuten bei 1200 rpm und 4 °C 
zentrifugiert und in frischem Medium aufgenommen. 




2.11.8 Identifikation von bakteriellen Erregern mittels MALDI-MS 
Für die Identifikation von Erregern in septischen Mäusen wurde 24 Stunden nach 
Induktion einer Sepsis oder Sekundärinfektion Blut entnommen (Kap. 2.12.2), 10 µl 
auf CSB-Nährboden ausgestrichen und für 72 Stunden unter anaeroben Bedin-
gungen bei 36 °C  kultiviert. Die anaerobe Atmosphäre wurde mit einem GasPak EZ 
(BD Bioscience, Heidelberg) in einem Anaerobiertopf hergestellt. 
Von diesem Nährboden wurde dann ein Teil einer Einzelkolonie mit einer 1 µl 
Impföse abgenommen und auf einen Spot eines MALDI-MS (engl. matrix assisted 
laser desorption / ionization – mass spectrometry)-Targets gestrichen. Anschließend 
wurden 1 µl Matrix (VITEK MS-CHCA) in die Mitte des Spots aufgetragen und diese 
Suspension 5 Minuten bei R.T. getrocknet, bis eine Kristallstruktur sichtbar war. 
Diese vorbereiteten Proben wurden anschließen im VITEK MS (Biomerieux, Marcy 
l´Etoile, Frankreich) analysiert und mit der VITEK MS Software ausgewertet.  
2.12 Tierexperimentelle Methoden 
Alle Tierexperimente und Eingriffe wurden in Übereinstimmung mit den Richtlinien 
und Bestimmungen der staatlichen Behörden und des Institutes durchgeführt. 
2.12.1 Induktion einer polymikrobiellen Sepsis 
Für die Induktion einer Sepsis in Mäusen werden 
grundsätzlich drei Methoden angewandt: Injektion von 
LPS (polymikrobiell), Infusion von Bakterien 
(spezifisches Pathogen) und die CLP (engl. cecal ligation 
and puncture; polymikrobiell) (Doi et al., 2009). In der 
vorliegenden Arbeit wurde zur Induktion einer Sepsis die 
CLP-Methode verwendet. 
Hierfür wurden die Mäuse mit einem Ketamin (0,1 mg/g 
KG) / Xylazin (5 µg/g KG)-Mix (Kap. 2.5) betäubt und ein 
mittiger Bauchschnitt durchgeführt. Anschließend wurde 
das Caecum freigelegt, ein Fünftel davon mit einem 
Faden ligiert und der abgebundene Teil mit einer Kanüle 
(Foxp3-GFP- und DEREG-Mäusen mit 27 G; WT- und 
TLR2-/--Mäusen mit 23 G) punktiert. Das Caecum wurde 
Abb. 2.1: Anwendung der CLP-
Methode an einer Maus. Nach Frei-
legung des Caecums wird ein Teil 
mittels Faden abgebunden (siehe rote 
Markierung) 




wieder zurückgeführt und 1 ml sterile, isotonische Kochsalzlösung zum 
Flüssigkeitsausgleich in die Bauchhöhle injiziert. Letztlich wurde zuerst das Perito-
neum vernäht und anschließend das Fell mittels Naht verschlossen. 
Sham-operierte Versuchstiere wurden betäubt, erhielten einen mittigen Bauchschnitt 
und wurden ohne Verletzung des Caecums wieder mittels Naht verschlossen. 
Der Allgemeinzustand aller Versuchstiere wurde über die gesamte Versuchsdauer 
mit einem Belastungspunktesystem beurteilt und dokumentiert. Eine erhöhte 
Punktezahl deutete auf eine Verschlechterung der Vitalität der Tiere hin. In die 
Beurteilung flossen Faktoren wie das Gewicht, die Erscheinung, die Aktivität, die 
Atmung, die Wundheilung und die Ausscheidungen des Tieres ein. 
2.12.2 Blutentnahme bei Versuchstieren 
Die Blutentnahme der Versuchstiere erfolgte retrobulbär mittels 10 µl Glaskapillaren. 
Hierfür wurden die Tiere mittels Isofluran kurzzeitig betäubt und anschließend 
einmalig 24 Stunden nach CLP oder Sekundärinfektion ca. 150 µl Blut entnommen. 
Ein Teil davon wurde für den Bakteriennachweis mittels MALDI–MS verwendet, der 
restlichen Teil wurde für 30 Minuten auf Eis geronnen und anschließend 5 Minuten 
bei 2000 x g und 4 °C zentrifugiert um Serum zu gewinnen welches bei -80 °C 
gelagert wurde. 
2.12.3 Intratracheale Infektion mit Pseudomonas aeruginosa 
Für die intratracheale Infektion wurde der PAO1-Stamm verwendet. Einen Tag vor 
Infektion der Versuchstiere wurde der Erreger auf Columbia Blood-Nährboden 
ausgestrichen und bei 37 °C für 16 Stunden kultiviert. 
Nach Kultivierung des Pseudomonas aeruginosa Stamms wurden 2-3 Streifen einer 
10 µl Impföse in einen Kolben mit 40 ml Raumtemperatur warmen TSB-Medium 
(Kap. 2.5) überführt und auf eine O.D.600 von 0,20 bis 0,25 eingestellt. Diese Kultur 
wurde für eine Stunde bei 35 °C und 125 rpm geschüttelt, anschließend 10 Minuten 
bei 2800 rpm zentrifugiert, der Überstand verworfen und in 5 ml Raumtemperatur 
warmen RPMI + Hepes (Invitrogen, Carlsbad, USA) Medium in Lösung genommen. 
Davon wurde eine 1:10 Verdünnung (100 µl Zellsuspension + 900 µl RPMI) 
hergestellt und erneut die O.D.600 bestimmt. Anhand einer zuvor generierten 
Wachstumskurve konnten die colony forming units (CFUs) in der Kultur berechnet 
werden. 
 





77.909 x O.D.600 – 2,9169 = CFUs x 10
7 
Die Bakteriensuspension wurde erneut 10 Minuten bei 2800 rpm zentrifugiert und im 
gewünschten Volumen RPMI + Hepes aufgenommen. Davon wurden jeweils 20 µl 
(7,5x106 – 1x107 CFUs) in Eppendorf-Gefäßen überführt und für die Infektion der 
Versuchstiere verwendet. Für die intratracheale Infektion wurden die Versuchstiere 
zunächst mit einem Anästhetikum-Mix (0,05 mg Ketamin / g KG; 2,5 µg Xylazin  / g 
KG) betäubt und 20 µl Bakteriensuspension durch eine Knopfkanüle mithilfe eines 
Laryngoskops (Penn Century, Glenside, USA) appliziert. 
2.12.4 Depletion regulatorischer T-Zellen in DEREG-Mäusen 
Regulatorische T-Zellen wurden in DEREG-Mäusen durch die intraperitoneale 
Injektion einer Diphterie-Toxin-Lösung (30 ng/g KG; Merck, Darmstadt) mittels 
Einmal-Feindosierungsspritze depletiert. Die Injektion erfolgte zwei Tage vor 
gewünschter Treg-Zell Depletion und danach jeden zweiten Tag. 
2.13 Statistische Auswertung 
Alle Statistiken wurden mit den angegebenen statistischen Tests und der Graph Pad 
Prism 5.02 Software (Graph Pad Software, La Jolla) analysiert (***p <0,001; **p < 






3.1 Quantifizierung humaner regulatorischer T-Zellen  
Die kürzlich beschriebene spezifische Demethylierung humaner natürlicher Treg-
Zellen in FOXP3 wurde genutzt (Baron et al., 2007), um eine methylierungs-
spezifische quantitative real-time PCR zu etablieren, mit der eine zuverlässige 
Quantifizierung humaner natürlicher Treg-Zellen ermöglicht wird. Durch einen 
bestimmten Anteil an methylierter und unmethylierter Bisulfit-DNA in derselben Probe 
werden zwei Ct-Werte generiert und die Differenzen aus ihnen gebildet. Im Zuge 
jeder Quantifizierung wird eine Standardkurve mit definierten Mengen an methylierter 
DNA eingesetzt wodurch sich dann der Anteil an unmethylierter DNA bzw. Treg-
Zellen bestimmen lässt.  
3.1.1 Etablierung einer methylierungssensitiven qRT-PCR  
Für die Generierung von methylierungsspezifischen TaqMan-Sonden wurde ein Teil 
dieser Region sequenziert, die differenzielle Methylierung zwischen CD4+CD25- T-
Zellen und CD4+CD25+CD127- Treg-Zellen bestätigt, und mögliche Bindungsstellen 
für die TaqMan-Sonden identifiziert (Abb. 3.1).  
 
Abb. 3.1: Schematische Darstellung von FOXP3. Abgebildet sind die 11 codierenden Exons und 1 Intron. In 





 T-Zellen aufweisen. 
Die Spezifität der TaqMan-Sonden erhöht sich mit der Anzahl der abgedeckten 
CpGs. Für eine besonders hohe Spezifität bot sich ein Bereich an, in dem drei CpGs 
innerhalb 11 bp vorkommen und für diesen schließlich TaqMan-Sonden generiert 
wurden (Abb. 3.2).  
  
Abb. 3.2: DNA-Teilsequenz von FOXP3 mit den drei von den Sonden überdeckten CpGs. Dargestellt ist die 





3.1.2 Generierung der FOXP3-TSDR-QAMA Standardkurve 
Die Quantifizierung mittels QAMA (engl. Quantitative analysis of methylated alleles)-
Methode wird mit einer Standardkurve durchgeführt. Für die Herstellung des 
humanen FOXP3-TSDR assays wurden definierte Gemische aus methylierter und 
unmethylierter Bisulfit-DNA hergestellt, welche die FOXP3-TSDR enthalten. Hierfür 
wurde das RPCIB753C201037Q-Plasmid aus E. coli (Kap. 2.10.1) mit einer 
Plasmidkonzentration von 42 ng/µl und hoher Reinheit (A260/A280 = 1,86) isoliert. Aus 
dieser Plasmid-DNA wurde die benötigte FOXP3-Zielregion von 486 bp mittels PCR 
amplifiziert und die erzeugten PCR-Produkte auf ein Agarosegel aufgetragen (Abb. 
3.3), daraus ausgeschnitten, vereinigt und aufgereinigt. 
 
Abb. 3.3: Amplifikation mit dem hFOXP3Seq-Primerpaar aus dem RPCIB753C201037Q Plasmid. Jeweils 25 
µl eines PCR-Ansatzes wurden auf ein Agarosegel (1 %) aufgetragen. Spur 1 – Fermentas Ladder Mix, Spur 2 – 
9 gewünschte PCR-Produkte (486 bp) nach Amplifikation mit dem hFOXP3Seq-Primerpaar. 
Nach Aufreinigung der PCR-Produkte wurde ein Teil davon mittels M. SssI methyliert 
und anschließend definierte Gemische aus methylierter und unmethylierter DNA 
hergestellt, welche schließlich in Bisulfit-DNA konvertiert wurden. Ein weiterer Teil 
des PCR-Produktes wurde sequenziert (Kap. 2.10.5.1), um Mutationen in den 
Bindungsstellen der Primer und TaqMan-Sonden auszuschließen.  
Nach Herstellung der definierten DNA-Gemische wurden diese mehrfach in qRT-
PCR Ansätzen eingesetzt und die Differenzen der Ct-Werte der beiden Sonden 
errechnet (Tab. 3.1). Mittels dieser Standardkurve kann der Anteil unmethylierter 
DNA in der untersuchten Probe ermittelt werden. Da ausschließlich nTreg-Zellen 
eine vollständig unmethylierte FOXP3-TSDR besitzen, lässt sich der nTreg-Gehalt 
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Tab. 3.1: Etablierung der QAMA-Standardkurve. 
Differenzen der Ct-Werte der beiden TaqMan-Sonden aus 
drei unabhängigen Quantifizierungen. 
Abb. 3.4: Darstellung der berechneten FOXP3-
Eichkurve. Dargestellt sind auf der x-Achse die 
gebildeten Differenzen der Ct-Werte der FAM- und 
VIC-Sonden und auf der y-Achse die DNA-
Gemische mit definierter Methylierung. 
Die Validierung des assays wurde mit 
definierten Zellgemischen aus FACS-
sortierten CD4+CD25+CD127- und 
CD4+CD25- T-Zellen durchgeführt. Die 
Bisulfit-DNA dieser Zellen wurde in der 
methylierungssensitiven qRT-PCR ein-
gesetzt. Des Weiteren wurden definierte Zellgemische aus einer Treg-Zelllinie 
(Ocklenburg et al., 2006) und einer konventionellen T-Zelllinie mit methylierter und 
unmethylierter FOXP3-TSDR hergestellt, deren DNA in Bisulfit-DNA konvertiert und 
ebenfalls quantifiziert. Die Ergebnisse dieser Quantifizierungen sind in Tab. 3.2 
aufgelistet. 
Tab. 3.2: Validierung der QAMA-Eichreihe mit definierten Zellgemischen. 
 T-Zellen (Treg/Teff) Zelllinie (Treg/Tconv) 
Treg-Gemische (%) Mix 1 (%) Mix 2 (%) Mix (%) 
1,25 % 1,30 1,39 1,43 
2,5 % 2,59 2,81 2,46 
5 % 5,88 5,29 6,28 
10 % 9,63 10,04 9,66 
20 % 19,40 19,54 20,41 
% Meth. 1.PCR 2.PCR 3.PCR 
100 -14,945 -10,38 -11,055 
98 -3,995 -3,775 -3,625 
96 -2,8 -2,5 -2,525 
94 -2,265 -2,2 -2,155 
90 -1,395 -1,305 -1,33 
85 -1,09 -0,835 -0,855 
80 -0,555 -0,585 -0,595 
70 0,17 0,2 0,15 
60 0,45 0,695 0,575 
50 1,02 1 0,81 
30 1,935 2,275 2,225 
20 2,5 2,555 2,680 
10 4,815 4,6 4,675 
5 6,36 5,72 5,990 





Eine zusätzliche Validierung fand mit definierten DNA-Mischungen aus un-
methylierten und mittels M. SssI-methylierten PCR-Produkten statt.  
Tab.3.3: Validierung der QAMA-Eichreihe mittels definierten DNA-Gemischen 
3.1.3 Quantifizierung von natürlichen regulatorischen T-Zellen in septischen 
Patienten und gesunden Probanden 
Die validierte methylierungssensitive FOXP3-TSDR qRT-PCR wurde angewendet, 
um in 30 septischen Patienten den Anteil regulatorischer T-Zellen bezogen auf alle 
CD4+ T-Zellen zu ermitteln und mit dem Anteil regulatorischer T-Zellen 30 gesunder 
Probanden zu vergleichen. Parallel dazu erfolgte die Treg-Quantifizierung jeder 
Probe zusätzlich mittels Durchflusszytometrie. Treg-Zellen wurden anhand des 
folgenden Expressionsprofils definiert: CD4+, CD25+ und CD127-. Das verwendete 
FACS-Gating ist in Abb. 3.5 dargestellt. Die spezifischen Eigenschaften der 
untersuchten Personen sind in Tab. 3.4 aufgelistet. 
Tab. 3.4: Eigenschaften der untersuchten Individuen 
Kategorie Septische Patienten (%) Gesunde Probanden (%) 
Alter   
<25 2 (7) 1 (3) 
25 - 60 20 (66) 29 (97) 
>60 8 (27) 0 (0) 
Geschlecht   
 DNA-Gemische aus PCR-Produkten 
unmethylierte FOXP3-TSDR (%) Mix 1 (%) Mix 2 (%) 
0 % 0,2 -0,7 
2 % 1,39 1,57 
4 % 3,19 3,48 
6 % 5,16 4,80 
10 % 8,55 9,22 
15 % 16,17 15,72 
20 % 18,67 20,36 
30 % 31,13 30,32 
50 % 51,60 50,91 





männlich 14 (47) 15 (50) 
weiblich 16 (53) 15 (50) 
SAPS II (bei 
Aufnahme) 
  
<30 3 (10)  
30 - 60 18 (60)  
> 60 9 (30)  
Catecholamine 30 (100)  
Künstlich 
beatmet 
29 (97)  
Extra-renaler 
Support 
22 (73)  
Infektionsort   
Lunge 19 (63)  
Abdomen 7 (23)  
Sonstige 4 (13)  
Art der Infektion   
Ambulant 8 (27)  






15 (50)  
Gram-positive 
Kokken 
11 (37)  
Pilze 4 (13)  
Sterberate 10 (33)  
Wie in Abb. 3.6 A dargestellt, zeigten die Analysen mittels methylierungssensitiver 
qRT-PCR einen signifikant höheren Anteil an regulatorischen T-Zellen in septischen 
Patienten verglichen mit gesunden Probanden (12,1 % zu 9,2 % Treg-Zellen). Die 
durchflusszytometrische Untersuchung der gleichen Proben ergab ebenfalls ein 
signifikant erhöhtes Treg-Verhältnis zur Gesamtpopulation der CD4+ T-Zellen in 






Abb. 3.5: Gating-Strategie zur Quantifizierung regulatorischer T-Zellen mittels FACS. Dargestellt ist die 
CD127-Expression (x-Achse) gegen die CD25-Expresssion (y-Achse). publiziert in: Tatura et al. 2012 
 
Abb. 3.6: Septische Patienten besitzen einen im Vergleich zu Gesunden erhöhten Anteil an Treg-Zellen. 
(A) Mittels qRT-PCR ermittelter Anteil an Treg-Zellen bezogen auf alle CD4
+
 T-Zellen in septischen Patienten und 
gesunden Probanden (n = 30 für jeweils beide Kollektive). (B) Durchflusszytometrisch quantifizierter Anteil an 
Treg-Zellen bezogen auf alle CD4
+
 T-Zellen (n = 30 für jeweils beide Kollektive). (Student‘s t-test ***p=0,001; **p 
< 0,01) publiziert in: Tatura et al. 2012  
Wie in Abb. 3.7 dargestellt, besteht bei den gesunden Probanden eine klare positive 
Korrelation (r = 0.60) zwischen den Ergebnissen der Durchflusszytometrie und der 
qRT-PCR. Im Gegensatz korrelieren die Ergebnisse beider Methoden in septischen 
Patienten wesentlich schwächer (r = 0.37). 
 
Abb. 3.7: Korrelation der methylierungssensitiven qRT-PCR und der durchflusszytometrischen Analyse 
bei der Quantifizierung von Treg-Zellen. (A) Korrelation beider Methoden in gesunden Probanden. (B) Kor-







3.2 Die Bedeutung regulatorischer T-Zellen für die murine Sepsis 
3.2.1 Charakterisierung einer polymikrobiellen Sepsis 
Mittels QAMA- und FACS-Methode wurde ein erhöhter Anteil an Treg-Zellen im Blut 
septischer Patienten gemessen. Um die Funktion und Eigenschaften regulatorischer 
T-Zellen in einer Sepsis genauer zu untersuchen wurde das CLP (engl. cecal ligation 
and puncture) Mausmodell etabliert. Hier löst die Ligation und Punktierung des 
Caecums eine polymikrobielle Sepsis in Mäusen aus. In der hier durchgeführten CLP 
wurde ca. 20 % des Caecums abgebunden, wodurch eine leichte bis mittelschwere 
Sepsis verursacht wurde. Als Kontrollen dienten unbehandelte Versuchstiere sowie 
sham-Versuchstiere, bei denen ein Bauchschnitt, jedoch keine Punktierung des 
Caecums durchgeführt wurde. Für die Analysen wurden Foxp3-GFP-Mäuse ver-
wendet, die GFP unter der Kontrolle des foxp3-Promotors exprimieren und somit 
eine Detektion regulatorischer T-Zellen anhand des Fluoreszenzsignals ermöglichen. 
3.2.1.1 Beurteilung des Schweregrades einer Sepsis nach einem klinischen 
Punktesystem 
Um den genauen Verlauf einer polymikrobiellen Sepsis und die Vitalität der 
Versuchstiere zu erfassen, wurden alle Tiere über den gesamten Versuchszeitraum 
anhand eines Belastungspunktesystems bewertet. In die Beurteilung flossen die Fak-
toren Gewicht, Erscheinungsbild, Aktivität, Atmung, Wundheilung der OP-Wunde 
sowie die Ausscheidungen der Tiere ein. 
In Abbildung 3.8 A ist der Gewichtsverlauf von septischen Mäusen über siebzehn 
Tage dokumentiert. Man erkennt eine klare, bis zu 15 %-ige, Abnahme des Körper-
gewichtes in den ersten beiden Tagen nach induzierter Sepsis. In diesem Zeitraum 
zeigten septische Mäuse eine deutlich veränderte, dünnflüssigere Konsistenz der 
Fäzes und erhöhte Ausscheidung. Nach drei Tagen zeigte sich eine Stabilisierung 
des Gewichtsverlaufes und nach vier Tagen war eine erneute Zunahme an Körper-
gewicht erkennbar. Erst nach 17 Tagen erreichten CLP-Mäuse wieder ihr Ausgangs-
gewicht. Der sham-Eingriff hatte keinen Einfluss auf das Gewicht, welches bei sham- 
und Kontrolltieren dauerhaft um etwa 5 % schwankte. 
Die Höhe des Gewichtsverlusts korreliert mit dem Schweregrad der Sepsis. Das 
Belastungsmaximum trat zwei Tage nach CLP auf und ab dem dritten Tag begannen 
die Tiere wieder mit ihrem typischen Verhalten wie Fellpflege und vermehrter 





Unterscheid mehr auszumachen (Abb. 3.8 B). Sham-Tiere zeigten bereits einen Tag 
nach dem Eingriff keine Unterschiede zu gesunden Kontrolltieren. 
 
Abb. 3.8: Gewichtsverlauf und Belastungspunkte septischer Mäuse. Nach Induktion einer Sepsis wurden 
das Körpergewicht und der Allgemeinzustand täglich dokumentiert. Aufgetragen ist (A) die prozentuale Änderung 
des Körpergewichtes (y-Achse) oder (B) des Allgemeinzustandes (Summe der Belastungspunkte) gegen den 
entsprechenden Tag nach CLP (x-Achse). Dargestellt sind Mittelwerte mit Standardfehler zusammengefasst aus 
9 Versuchen mit insgesamt 35 Mäusen. 
In Abb. 3.9 sind die Überlebensraten von CLP- und sham-Tieren dargestellt. Alle 
sham-Tiere überlebten und erholten sich rasch vollständig. Nach Durchführung der 
CLP-Operation verstarben etwa ein Viertel der Tiere (77 % Überlebensrate nach 
siebzehn Tagen), die meisten davon innerhalb der ersten 72 Stunden. 
 
Abb. 3.9: Überlebenskurven von CLP- und sham-Mäusen. Aufgetragen ist die Überlebensrate in Prozent (y-
Achse) gegen den entsprechenden Tag nach CLP (n = 26) oder sham- (n = 10) Eingriff (x-Achse). Daten wurden 








3.2.1.2 Anstieg des Anteils regulatorischer T-Zellen an allen CD4+ T-Zellen 
während einer Sepsis 
Mittels durchflusszytometrischen Analysen auf Einzelzellebene wurde der Anteil an 
Treg-Zellen quantifiziert um festzustellen, ob im CLP-Mausmodell der Anteil an 
Foxp3+ Treg-Zellen ansteigt, so wie es auch in septischen Patienten beobachtet wird.  
Dafür wurde der Anteil an Foxp3+ Zellen in der CD4+ T-Zellpopulation in den 
mesenterischen Lymphknoten (mLN), der Milz und dem Blut nach zwei, vier und 
sieben Tagen untersucht (Abb. 3.10).  
Bereits zwei Tage und auch vier Tage nach CLP war in den mLN ein signifikanter 
Anstieg des Anteils an Foxp3+ T-Zellen in der CD4+ T-Zellpopulation von 9 % auf 12 
% zu beobachten. Nach sieben Tagen war der Anteil an Treg-Zellen um 5 % auf 
insgesamt 14 % Foxp3+ T-Zellen angestiegen (Abb. 3.10 A). 
In der Milz verdoppelte sich der Anteil an Foxp3+ T-Zellen signifikant nach zwei 
Tagen von 11 % auf 23 % Foxp3+ T-Zellen in septischen Mäusen. Dieser Anstieg 
blieb auch am vierten (24 % Foxp3+ T-Zellen) und am siebten (25 % Foxp3+ T-
Zellen) Tag nach CLP bestehen (Abb. 3.10 B).  
Im Blut septischer Mäuse war ebenfalls ein signifikanter Anstieg des Anteils an 
Foxp3+ T-Zellen bezogen auf alle CD4+ Zellen sichtbar. Der Anteil an zirkulierenden 
Foxp3+ T-Zellen stieg nach zwei Tagen um 4 %, nach vier Tagen um 3 % und nach 
sieben Tagen um 5 % an (Abb. 3.10 C). 
In sham-Tieren war in allen untersuchten Organen bis zu vier Tage nach Eingriff eine 
tendenzielle Erhöhung an Foxp3+ T-Zellen zu erkennen, welche sich spätestens 
sieben Tage nach dem Eingriff normalisierte. 
 
Abb. 3.10: Anstieg des Anteils an Treg-Zellen in der CD4
+
 T-Zellpopulation während einer poly-
mikrobiellen Sepsis. Foxp3-GFP-Mäuse wurden nach sham- (grau) oder CLP- (schwarz) Operation untersucht 
und mit naiven (weiß) Mäusen verglichen. Zwei, vier und sieben Tagen nach Eingriff wurde in (A) mLN, (B) Milz 
und (C) Blut der Anteil an Foxp3
+
 T-Zellen in der CD4
+
 T-Zellpopulation durchflusszytometrisch bestimmt. 
Dargestellt sind Mittelwerte mit Standardfehler aus 3 - 9 Tieren. (Student‘s t-test ***p=0,001; **p < 0,01; *p < 0,05; 
ns p > 0,05)  





3.2.1.3 Differenzierung zwischen stabilen und instabilen Treg-Zellen mit Hilfe 
der Untersuchung des Methylierungsmusters der foxp3-TSDR 
Durch Bestimmung des Methylierungsmusters der foxp3-TSDR sollten nun 
Aussagen über die Stabilität von Treg-Zellen getroffen werden, allerdings kann in 
Mäusen, anders als beim Menschen, nicht zwischen iTreg- und nTreg-Zellen 
unterschieden werden, da mittels TGF- oder DEC-205 induzierte Treg-Zellen 
ebenfalls eine partielle Demethylierung in der foxp3-TSDR aufweisen können (Floess 
et al., 2007; Miyao et al., 2012; Polansky et al., 2008). Hingegen kann die 
Methylierung der foxp3-TSDR Hinweise darauf liefern, ob sich das Verhältnis 
zwischen sogenannten stabilen „committed“ Treg-Zellen (unmethylierte foxp3-TSDR) 
und instabilen Treg-Zellen (methylierte foxp3-TSDR) während einer Sepsis 
verschiebt. Des Weiteren erfolgten funktionelle Untersuchungen hinsichtlich der 
Proliferations- und Inhibitionskapazitäten beider Treg-Populationen. 
3.2.1.3.1 Etablierung der QAMA-Methode zur Quantifizierung regulatorischer T-
Zellen in Mäusen 
Für die Differenzierung zwischen stabilen und instabilen Treg-Zellen auf Ebene der 
DNA-Methylierung, wurde der QAMA-assay für das murine foxp3 etabliert. Genutzt 
wurde die bereits im Jahr 2007 beschriebene differenzielle Methylierung zwischen 
Treg-Zellen und T-Effektorzellen in der foxp3-TSDR (Floess et al., 2007) (Abb. 3.11).  
 
Abb. 3.11: Schematische Darstellung des murinen foxp3. Abgebildet sind die 11 codierenden Exons und 3 
Introns. In der abgebildeten Region befinden sich die CpGs, die hinsichtlich differenzieller Methylierung zwischen 
Treg- und Effektor-T-Zellen untersucht wurden. 
Um diese differenzielle Methylierung zu bestätigen wurden CD4+CD25-Foxp3- und 
CD4+CD25+Foxp3+ T-Zellen aus Foxp3-GFP-Mäusen mittels FACS separiert, deren 
DNA extrahiert und Bisulfit-DNA hergestellt. Anschließend wurde die in Abb. 3.11 
dargestellte Region, die zwölf CpG-Dinukleotide enthält, hochauflösend mittels NGS 
hinsichtlich ihres Methylierungsstatus untersucht (Kap. 2.10.5.2). In CD4+CD25-





Hingegen sind in CD4+CD25+Foxp3+ T-Zellen alle untersuchten CpGs fast voll-
ständig unmethyliert (Abb. 3.12).  
 













 Treg-Zellen. Dargestellt ist die Methylierung des entsprechenden CpG 
in T-Effektorzellen (rot) und in Treg-Zellen (blau). Die Zahlen unterhalb geben die Position (bp) der jeweiligen 
CpGs an. Position A und B markieren die durch TaqMan-Sonden abgedeckten CpGs.  
Für einen hochspezifischen assay, sollten die verwendeten TaqMan-Sonden mög-
lichst viele CpGs überlappen und aufgrund der benötigten spezifischen Annealing-
Temperatur und ökonomischen Gründen eine Länge von ca. 20 bp besitzen. Auf-
grund der differenziellen Methylierung und des Basenabstandes zwischen den CpGs 
eigneten sich die beiden Positionen A und B am besten für die Generierung neuer 
spezifischer TaqMan-Sonden mit einer maximalen Länge von 22 bp (Abb. 3.12). 
Deshalb wurden für die Etablierung des murinen foxp3-QAMA-assays zwei 
spezifische TaqMan-Sondenpaare und Primer für die beiden Positionen A und B 
generiert und deren Sensitivität verglichen.  
Für die exakte Quantifizierung von unmethylierter DNA wurde für foxp3 eine pas-
sende Standardkurve hergestellt. Hierfür wurde DNA aus Milzzellen isoliert und die 
gewünschte foxp3-Region mittels PCR amplifiziert, auf ein Agarosegel aufgetragen 
(Abb. 3.13) und aufgereinigt (Konzentration: 37,2 ng/µl; Reinheit: A260/A280: 1,83).  
 
Abb. 3.13: Amplifikation mit den mFOXP3Seq-Primerpaar aus genomischer DNA von Milzzellen. Jeweils 25 
µl eines PCR-Ansatzes wurden auf ein Agarosegel (1 %) aufgetragen. Spur 1 – 12 gewünschtes PCR Produkt 

























Aus diesen PCR-Produkten wurde eine Standardkurve mit Gemischen definierter 
Mengen an methylierter DNA generiert. Anschließend wurde Bisulfit-DNA definierter 
Zellgemische unter der Verwendung der TaqMan-Sonden für die oben genannten 
Genregionen A und B in dieser qRT-PCR quantifiziert (Tab. 3.5) Dabei stellte sich 
heraus, dass das Sondenpaar B mit einer Überlappung von nur zwei CpG-
Dinukleotiden nicht ausreichend spezifisch bindet und somit keine exakte Quanti-
fizierung zulässt. Hingegen ergab das Sondenpaar A zufriedenstellende Ergebnisse 
und wurde in dieser Arbeit für die Quantifizierung muriner Treg-Zellen verwendet. 
Tab. 3.5: Quantifizierung verschiedener Zellgemische aus murinen Treg-Zellen und T-Effektorzellen 
Zellgemische (Treg-Anteil %) Position A (%) Position B (%) 
0 (CD4+CD25- T-Zellen) 98,0 98,1 
1,25 1,7 2,6 
2,5 2,1 3 
5 5,98 6,91 
10 11,5 8 
15 14,1 13,1 
20 21,8 24,2 
25 20,6 28,3 
Treg-Zellen 2,8 4,5 
3.2.1.3.2 Bestimmung des Anteils stabiler und natürlicher Treg-Zellen in 
septischen Mäuse 
Die Differenzierung zwischen stabilen und instabilen Treg-Zellen erfolgte über den 
Methylierungsstatus der foxp3-TSDR und die Unterscheidung zwischen iTreg- und 
nTreg-Zellen über die Expression des Membranproteins Nrp1. 
Bei dem über die Nrp1-Expression bestimmten Anteil natürlicher Treg-Zellen zeigte 
sich in den mLN und der Milz zwischen septischen und naiven Mäusen kein 
signifikanter Unterschied. Hingegen kam es im Blut und der Lunge septischer Mäuse 
zu einem Anstieg des Anteils an induzierten Treg-Zellen und es fand sich eine signi-
fikant reduzierte Nrp1-Expression auf Foxp3+ T-Zellen. Im Blut naiver Tieren waren 
82 % nTreg-Zellen vorhanden, während in septischen Mäusen nur 72 % nTreg-
Zellen zu finden waren. In der Lunge war eine Differenz von 13 % zwischen naiven 
und septischen Mäusen hinsichtlich der Nrp1-Expression auf Foxp3+ T-Zellen 






Abb. 3.14: Methylierungs- und Expressionsanalysen verschiedener Foxp3 und Nrp1 exprimierender T-
Zellen. (A) Anteil der Nrp1-exprimierender Foxp3
+ 
Treg-Zellen aus mLN, Milz, Blut und Lunge naiver (weiß, n = 4) 
und CLP- (schwarz, n = 7) Mäuse. (B & C) Methylierungsanalysen erfolgten in Splenozyten aus naiven (weiß, n = 

























 T-Zellen wurden auf ihre Methylierung in der foxp3-TSDR 
mittels QAMA-Methode analysiert. (Student‘s t-test ***p=0,001; **p < 0,01; *p < 0,05; ns p > 0,05) 
Anschließend wurde die Methylierung in der foxp3-TSDR von zuvor durchfluss-
zytometrisch sortierten CD4+Foxp3+ und CD4+Foxp3- T-Zellen aus naiven und sep-
tischen Foxp3-GFP-Mäusen mittels QAMA-Methode untersucht. Hierbei konnte keine 
Differenz in der foxp3-TSDR Methylierung zwischen beiden Versuchsgruppen fest-
gestellt werden. Foxp3+ T-Zellen aus naiven Mäusen waren in der foxp3-TSDR zu 
4.3 % methyliert während Foxp3+ T-Zellen aus CLP-Tieren mit 4.1 % eine ähnlich 
ausgeprägte Methylierung aufwiesen (Abb. 3.14 B). Nicht regulatorische CD4+CD25- 
T-Zellen waren in beiden Versuchsgruppen in der foxp3-TSDR vollständig methyliert.   
Zusätzlich wurden aus naiven und septischen Mäusen mit Hilfe der Foxp3- und Nrp1-
Expression nTreg- und iTreg-Zellen, sowie Nrp1 exprimierende und nicht expri-
mierende Foxp3- T-Zellen mittels FACS separiert und auf ihren Methylierungstatus in 
der foxp3-TSDR hin untersucht (Abb. 3.14 C). Natürliche Treg-Zellen (Foxp3+Nrp1+) 
waren sowohl in gesunden als auch in septischen Mäusen vollständig unmethyliert 
(1,5 - 2,3 % Methylierung) und konventionelle T-Zellen (Foxp3-Nrp1-) in beiden 







in beiden Versuchsgruppen größtenteils unmethyliert (9,4 - 11 % Methylierung). In 
allen drei Zellpopulationen zeigte sich kein signifikanter Unterschied hinsichtlich der 
Methylierung zwischen naiven und septischen Tieren. Einzig Foxp3-Nrp1+ T-Zellen 
unterschieden sich signifikant hinsichtlich ihrer Methylierung in der foxp3-TSDR 
zwischen naiven und septischen Mäusen (69 % zu 82,3 % Methylierung). 
3.2.1.4 Funktionelle Analysen regulatorischer T-Zellen in der Sepsis 
Im Anschluss an die Methylierungsuntersuchungen der foxp3-TSDR erfolgte die 
funktionelle Charakterisierung von verschiedenen Foxp3- und/oder Nrp1-expri-
mierenden Zellpopulationen, um Hinweise zu erhalten, ob diese Zellen während 
einer Sepsis eine veränderte Funktionalität annehmen. 
Hierfür wurden die Proliferation und die suppressive Kapazität gegenüber 
Responder-Zellen in vitro bestimmt. Lediglich 3 – 4 % der natürlichen (Foxp3+Nrp1+) 
und induzierten (Foxp3+Nrp1-) Treg-Zellen sowohl aus naiven als auch aus CLP-
Mäusen proliferierten nach 72-stündiger Stimulation (Abb. 3.15 A). Foxp3-Nrp1+ T-
Zellen aus gesunden Tieren proliferierten nach drei Tagen zu 19 %, hingegen 
zeigten Foxp3-Nrp1+ Zellen aus CLP-Tieren mit 25 % eine tendenziell erhöhte 
Proliferation. Die Foxp3-Nrp1- T-Zellpopulation proliferierte nach drei Tagen am 
stärksten, hier waren aber keine Unterschiede in der Proliferation zwischen Zellen 
aus naiven und septischen Mäusen (77 % zu 80 % Proliferation) auszumachen.  
  
Abb. 3.15: Funktionelle Analysen verschiedener Foxp3- und Nrp1-exprimierender T-Zellen. (A) Aus Milzen 
























 T-Zellen mittels FACS isoliert, mit anti-CD3 Antikörpern und APCs in vitro stimuliert 
und ihre Proliferation nach drei Tagen bestimmt. (B) Diese Zellpopulationen wurden analog zu (A) stimuliert und 
mit PKH26-markierten Responder-Zellen co-kultiviert und ihre suppressive Aktivität gegenüber Responder-Zellen 
untersucht. Dargestellt sind die Mittelwerte mit Standardfehlern aus zwei unabhängigen Versuchen.  
Diese Foxp3/Nrp1-Zellpopulationen wurden auch hinsichtlich ihrer suppressiven 
Kapazität untersucht (Abb. 3.15 B). Sowohl Foxp3+Nrp1+ T-Zellen als auch 






die Proliferation von Responder-Zellen zu unterdrücken als Zellen aus naiven Tieren. 
Foxp3+Nrp1+ T-Zellen aus naiven und septischen Mäusen besaßen ähnlich starke 
suppressive Eigenschaften, indem sie nach 72 Stunden eine Proliferation der 
Responder-Zellen von 30 % (naiv) bzw. 26 % (CLP) ermöglichten. Responder-Zellen 
proliferierten in Anwesenheit von Foxp3+Nrp1- Zellen aus naiven Mäusen zu 38 % 
hingegen in Kultur mit Foxp3+Nrp1- aus septischen Mäusen nur zu 34 %. Außerdem 
besaßen Nrp1+ nTreg-Zellen eine tendenziell stärkere suppressive Wirkung auf 
Responder-Zellen als induzierte, Nrp1- Treg-Zellen. Die beiden Foxp3- T-Zell-
populationen zeigten keine suppressiven Eigenschaften gegenüber Responder-
Zellen und ermöglichten nach 72 Stunden eine Proliferation von über 70 %. 
3.2.1.5. Einfluss einer polymikrobiellen Sepsis auf CD4+ T-Zellen 
Diverse Studien konnten in septischen Patienten eine Apoptose und auch eine Redu-
zierung von CD4+ T-Zellen demonstrieren (Inoue et al., 2011; Lin et al., 2014). Um 
dies zu überprüfen wurden nach zwei, vier und sieben Tagen Zellen aus den mLN, 
der Milz und dem Blut durchflusszytometrisch auf ihre CD4-Expression untersucht. 
Nach CLP reduzierte sich in den mLN der Anteil an CD4+ T-Zellen bezogen auf alle 
Lymphozyten signifikant. Bereits zwei Tage nach CLP waren in septischen Tieren 
nur noch 50 % CD4+ T-Zellen vorhanden, nach vier Tagen 43 % und nach sieben 
Tagen 35 % während naive Mäuse zwischen 60 – 68 % CD4+ T-Zellen besaßen 
(Abb. 3.16 A).  
 
Abb. 3.16: Reduzierter Anteil an CD4
+
 T-Zellen während einer Sepsis. Zwei, vier und sieben Tage nach 
sham- (grau) oder CLP- (schwarz) Eingriff wurden Zellen aus (A) mLN, (B) Milz und (C) Blut isoliert und der Anteil 
CD4
+
 T-Zellen in der Lymphozytenpopulation, welche anhand ihrer Größe und Granularität bestimmt wurde, 
ermittelt und mit naiven Mäusen (weiß) verglichen. Dargestellt sind die Mittelwerte und Standardfehler aus n = 4 - 
7. (Student‘s t-test ***p=0,001; **p < 0,01; *p < 0,05; ns p > 0,05) 
In der Milz war, ähnlich der mLN, eine signifikante Senkung des Anteils an CD4+ T-
Zellen im Verlauf einer Sepsis zu erkennen (Abb. 3.16 B). Zwei Tage nach Induktion 





einer Sepsis reduzierte sich der Anteil an CD4+ T-Zellen um 7 %, nach vier Tagen 
um 14 % und nach sieben Tagen um 15 % verglichen mit naiven Kontrolltieren.  
Im Blut halbierte sich der Anteil an CD4+ T-Zellen bezogen auf alle Lymphozyten 
zwei Tage nach CLP von 31 % auf 16 % (Abb. 3.16 C). Eine signifikante Minderung 
des CD4+ T-Zellanteil in CLP-Mäusen war ebenfalls nach vier (31 % zu 19 % CD4+ T-
Zellen) und sieben Tage (28 % zu 7 % CD4+ T-Zellen) nachweisbar. 
3.2.2 Bedeutung regulatorischer T-Zellen für die Frühphase einer Sepsis 
Um die Rolle von Treg-Zellen während der pro-inflammatorischen Phase einer 
Sepsis zu untersuchen, wurden Foxp3+ Treg-Zellen in den transgenen DEREG-
Mäusen vor Induktion einer Sepsis mittels DT spezifisch depletiert.  
 
Abb. 3.17: Versuchsablauf zur Untersuchung der Rolle von Treg-Zellen für die pro-inflammatorische 
Phase. Zwei Tage vor CLP wurden Treg-Zellen mittels Applikation von DT (30 ng/g Körpergewicht) depletiert. Für 
eine dauerhafte Treg-Depletierung wurde danach alle zwei Tage DT appliziert. Kontrolltiere erhielten ein 
identisches Volumen PBS. 
3.2.2.1 Die Depletion regulatorischer T-Zellen während der pro-
inflammatorischen Phase verschlechtert die Prognose einer Sepsis 
Anhand der Untersuchungen des klinischen Verlaufs einer Sepsis in Anwesenheit 
oder Abwesenheit von Treg-Zellen wurde untersucht, ob Treg-Zellen die Regene-
ration positiv oder negativ beeinflussen.  
Zur Beurteilung des Zustandes ist das Körpergewicht der Tiere ein wichtiges 
Kriterium. Die Punktierung des Caecums zieht häufig starke Durchfälle und eine ver-
ringerte Nahrungsaufnahme nach sich. Wie in Abb. 3.18 A dargestellt, führte die 
Depletion der Treg-Zellen in DEREG-Mäusen im Verlauf der initialen Phase der 
Sepsis zu einem Gewichtsverlust von bis zu 17 %, während nicht-depletierte CLP-
Mäuse nur maximal 10 % ihres Körpergewichts verloren. Zudem waren DT-
behandelte Tiere nicht in der Lage innerhalb von sieben Tagen erneut an Gewicht 
zuzunehmen, während nicht-depletierte septische DEREG-Mäuse bereits drei Tage 
nach Induktion einer Sepsis wieder an Gewicht zunahmen und den Gewichtsverlust 
nach sieben Tagen auf nur 7 % minimieren konnten. Hingegen betrug bei DT-






Abb. 3.18: Eine Treg-Depletion in der frühen Phase einer Sepsis bewirkt einen schwereren Verlauf. (A) 
Zwei Tage nach PBS- (schwarz) oder DT- (rot) Applikation wurde in DEREG-Mäusen eine CLP durchgeführt und 
das Gewicht täglich bestimmt. Aufgetragen ist die prozentuale Änderung des Körpergewichtes (y-Achse) gegen 
den entsprechenden Tag nach CLP (x-Achse). (B) Tägliche Dokumentation des Allgemeinzustandes der 
Versuchstiere. Aufgetragen ist die Summe der ermittelten Belastungspunkte (y-Achse) gegen den entspre-
chenden Tag nach CLP (x-Achse). Dargestellt sind Mittelwerte mit Standardfehler zusammengefasst aus 52 PBS-
behandelten und 12 DT-behandelten Mäusen. 
Der gesundheitliche Allgemeinzustand und Schweregrad der Sepsis wurden auch 
anhand der in Kap. 3.2.1.1 beschriebenen Belastungspunkte dokumentiert (Abb. 
3.18 B). DT-behandelte septische Mäuse zeigten über den gesamten Versuchs-
zeitraum eine deutlich schwerere Sepsis und einen schlechteren Allgemeinzustand 
mit durchschnittlich 8 Belastungspunkten bis zum dritten Tag und nach sieben Tagen 
immer noch einen Belastungswert von knapp 4 Belastungspunkten. Hingegen 
zeigten nicht-depletierte DEREG-Mäuse eine leichtere Sepsis mit durchschnittlich 2.5 
Belastungspunkten weniger. Sie erholten sich nach sieben Tagen fast vollständig, 
was sich in einem Belastungswert von 1 äußerte. 
Diese deutlichen Unterschiede im Schweregrad einer Sepsis zwischen beiden 
Versuchstiergruppen spiegelten sich ebenfalls in der Überlebensrate septischer 
DEREG-Mäuse nach Applikation von DT oder PBS wider.  
In Abb. 3.19 ist erkennbar, dass 77 % der Tiere, die PBS erhielten, sieben Tage nach 
dem CLP-Eingriff überlebten. Der Anteil der überlebenden Tiere ähnelte der Über-
lebensrate von CLP-behandelten Foxp3-GFP-Mäusen. Hingegen starben besonders 
in den ersten 48 Stunden nach CLP deutlich mehr Treg-depletierte Mäuse welche 








Abb. 3.19: Eine Treg-Depletion während der frühen Phase einer Sepsis reduziert die Überlebensrate. 
Aufgetragen ist die prozentuale Überlebensrate (y-Achse) gegen den entsprechenden Tag nach CLP (x-Achse) 
von PBS (schwarz, n = 52) und DT (rot, n = 12) behandelten DEREG-Mäusen. 
3.2.2.2 Effektivität der Treg-Depletion in DT-behandelten DEREG-Mäusen in der 
frühen Phase einer Sepsis 
Die Effektivität der DT-Applikation hinsichtlich der Treg-Depletion wurde durchfluss-
zytometrisch untersucht. Ähnlich wie in den Foxp3-GFP-Mäusen war sieben Tage 
nach Induktion einer Sepsis ein signifikanter Anstieg der Treg-Zellen in der Milz (von 
17 % auf 30 % Foxp3+ von CD4+ T-Zellen), den mLN (von 9 % auf 16 % Foxp3+ von 
CD4+ T-Zellen) und im Blut (von 8 % auf 14 % Foxp3+ von CD4+ T-Zellen) zu 
erkennen (Abb. 3.20). Der Anteil an Treg-Zellen wurde durch die Applikation von DT 
in allen Organen um 90 – 95 % reduziert (mLN um 94 %, Milz 90 %, Blut um 92 % 
Foxp3+). 
 
Abb. 3.20: Anstieg an Foxp3
+
 T-Zellen während einer Sepsis und Effektivität der Depletion durch DT. Nach 
Applikation von PBS oder DT wurde der Anteil an Foxp3
+
 T-Zellen bezogen auf alle CD4
+ 
T-Zellen mittels 
Antikörpermarkierung in (A) mLN, (B) Milz und (C) Blut aus naiven (weiß), sham- (grau) und septischen (schwarz) 
DEREG-Mäusen ermittelt. Die Daten wurden aus n = 5 - 8 Tieren je Gruppe generiert und sind als Mittelwerte mit 
Standardfehler dargestellt. (Student‘s t-test ***p=0,001; **p < 0,01; ns p > 0,05) 
 





3.2.2.4 Bedeutung der Treg-Depletion für das Zytokinprofil in der frühen Phase 
einer Sepsis 
Um zu klären, ob die Depletion von Treg-Zellen die Sezernierung von Zytokinen im 
Serum beeinflusst, wurden die Konzentrationen der pro-inflammatorischen Zytokine 
TNFα und IL-6 sowie der anti-inflammatorische Zytokine IL-4 und IL-10 bestimmt. 
Dafür wurde aus PBS- und DT-behandelten naiven, sham- und CLP-Mäusen 24 
Stunden nach dem Eingriff Blut entnommen und Serum gewonnen. 
Unabhängig von der Applikation von DT oder PBS war in naiven und sham-Mäusen 
nur geringe Mengen an TNFα (2 - 3 pg/ml) und IL-6 (10 - 20 pg/ml) im Serum 
nachweisbar. Nach CLP stiegen die TNFα und IL-6 Serumspiegel deutlich an, 
allerdings besaßen DT-behandelte Mäuse einen signifikant höheren IL-6 Serum-
spiegel (3917 pg/ml zu 691 pg/ml) und einen tendenziell höheren TNFα 
Serumspiegel (13 pg/ml zu 8 pg/ml) als PBS-behandelte Mäuse (Abb. 3.21 A & B). 
 
 
Abb. 3.21: Serumspiegelkonzentrationen von pro- und anti-inflammatorischen Zytokinen in der frühen 
Phase einer Sepsis. 24 Stunden nach CLP wurde Blut aus PBS- (schwarz) und DT- (rot) behandelten naiven, 
sham- und CLP-Mäusen entnommen und der Zytokinspiegel von (A) TNFα, (B) IL-6, (C) IL-4 und (D) IL-10 mittels 
Luminex bestimmt. Dargestellt sind die einzelnen Proben mit Mittelwerten und Standardfehlern (n =  3 - 14). 







Der IL-4 Spiegel im Blut war nach CLP und sham-Eingriff erhöht, allerdings in beiden 
Versuchsgruppen ähnlich. In naiven Mäusen bewirkte die Applikation von DT einen 
Anstieg des IL-4 Spiegels um 130 pg/ml (Abb. 3.21 C). 
Hingegen führte eine CLP zu einem erhöhten IL-10 Serumspiegel sowohl in PBS- als 
auch in DT-behandelten Mäusen. Trotz spezifischer Treg-Depletion besaßen DT-
behandelte Mäuse einen tendenziell höheren IL-10 Spiegel als PBS-behandelte 
Mäuse (212 pg/ml zu 133 pg/ml) (Abb. 3.21 D). 
3.2.3 Die Bedeutung regulatorischer T-Zellen für die Spätphase einer Sepsis 
Auf die frühe pro-inflammatorische Phase einer Sepsis folgt eine anti-inflam-
matorische Phase, in der Patienten besonders anfällig für eine Zweitinfektion sind.  
Für Untersuchungen der Rolle regulatorischer T-Zellen nach der Hyperinflammation 
einer Sepsis wurden Treg-Zellen fünf Tage nach CLP-Eingriff in DEREG-Mäusen 
depletiert und zwei Tage später eine Lungenentzündung mit P. aeruginosa induziert.  
 
Abb. 3.22: Versuchsablauf zur Untersuchung der Rolle von Treg-Zellen während der anti-
inflammatorischen Phase. Zur Analyse der Rolle regulatorischer T-Zellen in der Spätphase einer Sepsis wurde 
eine Woche nach CLP eine Sekundärinfektion mit P.aeruginosa durchgeführt. Zwei Tage vor Sekundärinfektion 
wurden Treg-Zellen mittels DT depletiert und anschließend alle zwei Tage DT appliziert. Die Kontrollgruppe 
erhielt ein identisches Volumen PBS. 
3.2.3.1 Die Depletion von Treg-Zellen beeinflusst den Schweregrad einer 
Sekundärinfektion nicht 
Der Gewichtsverlauf nach CLP und nach Sekundärinfektion mit P. aeruginosa, 
welcher bei beiden Versuchsgruppen über den gesamten Zeitraum nahezu identisch 
verlief, ist in Abb. 3.23 A dargestellt. Nach CLP erfolgte in den ersten beiden Tagen 
ein deutlicher Gewichtsverlust, der bis zur Sekundärinfektion auf 5 % kompensiert 
werden konnte. Sieben Tage nach CLP erfolgte die intratracheale Sekundärinfektion 
und beide Versuchsgruppen verloren über einen Zeitraum von 48 Stunden bis zu 13 
% ihres Körpergewichts, begannen jedoch drei Tage nach der Sekundärinfektion 
wieder an Gewicht zuzunehmen. Auch nach 14 Tagen waren keine Unterschiede im 
Körpergewicht zwischen DT- oder PBS-behandelten Mäusen auszumachen.  
Der Belastungsverlauf korreliert mit dem Gewichtsverlauf der Tiere. Zwischen beiden 





tungsverlauf deuteten sich zwei Höhepunkte an: Das erste Maximum wurde 24 
Stunden nach CLP mit einem Belastungswert von etwa 6 erreicht und das zweite 
Maximum 24 Stunden nach der Sekundärinfektion mit einem ähnlich hohen Wert. 
Nach beiden Infektionen benötigten die Tiere aus beiden Versuchstiergruppen 
mindestens sieben Tage zur Regeneration (Abb. 3.23 B). 
 
Abb. 3.23: Die Depletion von Treg-Zellen während einer Sekundärinfektion beeinflusst nicht den 
Schweregrad und Gewichtsverlauf einer Sepsis. Dargestellt ist der Verlauf einer Sepsis in CLP-Mäusen mit 
DT- (rot, n = 18) oder PBS- (schwarz, n = 16) Applikation vor Sekundärinfektion. Aufgetragen ist (A) die 
prozentuale Änderung des Körpergewichtes (y-Achse) oder (B) die Summe der ermittelten Belastungspunkte (y-
Achse) gegen den entsprechenden Tag nach CLP (x-Achse). Dargestellt sind Mittelwerte und Standardfehler 
zusammengefasst aus 4 Versuchen. 
In der Überlebensrate sowie auch in den Gewichts- und Belastungsverläufen beider 
Versuchsgruppen waren keine wesentlichen Unterschiede nach Sekundärinfektion 
mit P. aeruginosa auszumachen (Abb. 3.24).  
 
Abb. 3.24: Die Treg-Depletion während einer Sekundärinfektion beeinflusst nicht die Überlebensrate. 
Septische DEREG-Mäuse wurden mit PBS (schwarz, n = 16) oder DT (rot, n = 21) behandelt bevor eine 
Sekundärinfektion mit P.aeruginosa erfolgte. Dargestellt ist die Überlebensrate in Form von Mittelwerten 






Knapp ein Fünftel aller Tiere verstarb innerhalb von 24 Stunden nach Sekundär-
infektion. Nach sieben Tagen zeigten DT-behandelte Tiere eine Überlebensrate von 
77 % und PBS-behandelte Tiere eine Überlebensrate von 80 %. 
3.2.3.2 Analyse des Treg-Anteils sowie der Effektivität der Treg-Depletion durch 
DT nach Sekundärinfektion 
In Abb. 3.25 sind die Anteile an Foxp3+ Zellen während der Primär- und Sekundär-
infektion dargestellt. In den mLN stieg der Anteil an Treg-Zellen sieben Tage nach 
CLP auf 15 % an und blieb während einer Sekundärinfektion auf diesem Niveau. In 
der Milz reduzierte sich während der Sekundärinfektion der Anteil an Foxp3+ T-Zellen 
verglichen mit dem Anteil nach einer CLP. Einzig im Blut stieg der Anteil an Foxp3+ 
Zellen kontinuierlich während der Sekundärinfektion nochmals von 14 % nach einer 
CLP auf 17 % Foxp3+ T-Zellen an. Am Infektionsort, der Lunge, stieg der Anteil an 
Foxp3+ T-Zellen 2 Tage nach Sekundärinfektion im Vergleich zu naiven Mäusen um 
15 % an und reduzierte sich nach sieben Tagen auf ein Normalmaß.  
 
 
Abb. 3.25: Anteil an Foxp3
+
 T-Zellen während einer Sepsis und Sekundärinfektion in DT- und PBS-
behandelten DEREG-Mäusen. Dargestellt sind die mittels Antikörpermarkierung ermittelten Anteile an Foxp3
+
 T-
Zellen bezogen auf alle CD4
+ 
T-Zellen in (A) mLN, (B) Milz, (C) Blut und (D) Lunge. Untersucht wurden naive 
Mäuse (weiß), sieben Tage nach CLP (schwarz), sowie Mäuse zwei (grau gestreift) und sieben (grau kariert) 
Tage nach Sekundärinfektion (keine Analyse der Lunge sieben Tage nach CLP). Die Daten wurden aus 4 - 10 
Tieren je Gruppe generiert (2. Infektion nach zwei Tagen nur n = 2) und sind als Mittelwerte mit Standardfehler 







DEREG-Mäuse, denen DT-appliziert wurde, besaßen im Gegensatz zur Primär-
infektion sieben Tage nach der Sekundärinfektion zwischen 6 – 16 % Foxp3+ T-
Zellen (Abb. 3.25). Dieser Anstieg deutete sich bereits zwei Tage nach der 
Sekundärinfektion an, da DT-behandelte Tiere in den mLN 1,7 %, in der Milz 5,9 %, 
im Blut 2,0 % und in der Lunge 7,4 % Foxp3+ T-Zellen besaßen. Nach sieben Tagen 
waren in den mLN 6,1 %, in der Milz 16,0 % im Blut 10,3 % und in der Lunge 14,0 % 
dieser Foxp3+ T-Zellen, die jedoch GFP-negativ  waren, detektierbar (Abb. 3.25). 
3.2.3.4 Bedeutung einer Treg-Depletion für das Zytokinprofil nach Sekundär-
infektion  
Um zu untersuchen, ob die Treg-Depletion während einer Sekundärinfektion in der 
späten Phase einer Sepsis die Konzentration pro- und anti-inflammatorischer 
Zytokine im Blut beeinflusst, wurde 24 Stunden nach Sekundärinfektion Blut entnom-
men, Serum gewonnen und die darin enthaltenen Zytokinkonzentrationen bestimmt.  
 
 
Abb. 3.26: Einfluss der DT-Applikation auf das Zytokinprofil während einer Sekundärinfektion in der 
Spätphase einer Sepsis. 24 Stunden nach Sekundärinfektion wurde Blut aus PBS- (schwarz, n = 8) und DT- 
(rot, n = 10) behandelten Mäusen entnommen und der Zytokinspiegel von (A) TNFα, (B) IL-6, (C) IL-4 und (D) IL-
10 mittels Luminex bestimmt. Dargestellt sind die einzelnen Proben mit Mittelwerten und Standardfehlern.  
Hierbei konnten keine signifikanten Unterschiede in den Serumkonzentrationen an 
TNFα, IL-6, IL-4 und IL-10 zwischen PBS- und DT-behandelten Mäusen festgestellt 







3.2.4 Die Rolle des TLR2 für den Verlauf einer Sepsis 
Eine TLR2-vermittelte Aktivierung regulatorischer T-Zellen kann eine Proliferation 
und Expansion induzieren und die foxp3-Expression regulieren (Liu et al., 2006a; 
Nyirenda et al., 2011; Oberg et al., 2010). Deshalb wurde untersucht, ob TLR2-
defiziente Mäuse einen veränderten Krankheitsverlauf einer Sepsis besitzen und ob 
ein Anstieg an Treg-Zellen ausbleibt, der während einer Sepsis in WT-Mäusen 
beobachtet wird. 
3.2.4.1 Verlauf einer Sepsis und Sekundärinfektion in TLR2-defizienten Mäusen 
Nach CLP zeigten die Gewichtverläufe von TLR2-/-- und WT-Mäusen keine 
Unterschiede (Abb. 3.27 A). Tiere aus beiden Gruppen verloren in den ersten drei 
Tagen nach CLP bis zu 16 % ihres Körpergewichts, bevor sie erneut an Gewicht 
zunahmen. Nach der Sekundärinfektion durch P.aeruginosa reduzierte sich das 
Körpergewicht der Versuchstiere erneut um bis zu 19 % und nur die TLR2-/--Mäuse 
nahmen vier Tage nach Sekundärinfektion wieder konstant an Gewicht zu. WT-
Mäuse waren nicht in der Lage, sich von der Sekundärinfektion zu erholen und 
wiesen sieben Tage danach immer noch einen Gewichtsverlust von 18 % auf. 
 





(schwarz, n = 15)
 
und WT- (rot, n = 19) Mäusen wurde eine CLP durchgeführt und 
sieben Tage später folgte eine Sekundärinfektion mit P.aeruginosa. Aufgetragen auf die y-Achse ist (A) die 
prozentuale Änderung des Körpergewichtes oder (B) die Summe der ermittelten Belastungspunkte gegen den 
entsprechenden Tag nach CLP (x-Achse). Die generierten Daten sind als Mittelwerte mit Standardfehler aus 3 
Versuchen zusammengefasst.  
Die Beurteilung mittels Belastungspunkte spiegelt die Differenz weniger deutlich 
wider. Einen Tag nach CLP erreichten beide Gruppen einen Belastungswert von 3 
und erholten sich anschließend wieder. Nach der Sekundärinfektion hingegen zei-
gten die WT-Mäuse einen deutlich höheren Belastungswert von 7 im Vergleich zu 






holten sich TLR2-/--Mäuse schneller als WT-Mäuse. Fünf Tage nach Sekundär-
infektion verlief die Regeneration beider Gruppen wieder sehr ähnlich (Abb. 3.27 B). 
In Abb. 3.28 sind die Überlebensraten der TLR2-/-- und der WT-Mäuse aufge-
zeichnet. Nach Primärinfektion war nur ein geringer Unterschied in der Überlebens-
rate zwischen den beiden Versuchsgruppen erkennbar. Nach sieben Tagen 
überlebten 75 % der WT- und 83 % der Knockout-Mäuse. Nach der Sekundär-
infektion verstarben jedoch erheblich mehr WT-Mäuse im Vergleich zu TLR2-/--
Mäusen (27 % zu 72 % Überlebensrate sieben Tage nach Infektion). 
 
Abb. 3.28: Eine TLR2-Defizienz beeinflusst nicht die Überlebensrate nach CLP, verbessert aber die 




(schwarz) und WT- (rot) Mäusen wurde eine 
Sepsis induziert und die Überlebensrate nach sieben Tagen bestimmt. (B) Nach CLP folgte eine Sekundär-
infektion mit P. aeruginosa und die Bestimmung der Überlebensrate nach sieben Tagen. Die Überlebensraten 
sind aus 3 Versuchen mit 15 - 19 Mäusen je Versuchsgruppe zusammengefasst. 
3.2.4.2 Unterschiedliche Kinetiken im Anstieg regulatorischer T-Zellen während 
einer Sepsis in TLR2-/-- und WT-Mäusen 
Um zu untersuchen, ob die Resistenz gegenüber einer Sekundärinfektion in TLR2-
defizienten Mäusen auf einen fehlenden Anstieg an Treg-Zellen während der Sepsis 
zurückzuführen ist, wurde der Anteil an Foxp3+ T-Zellen in naiven, in CLP-Mäusen 
und sekundärinfizierten Tieren untersucht (Abb. 3.29).  
In den mLN, der Milz, im Blut und in der Lunge stieg der Anteil an Foxp3+ T-Zellen 
während der Primärinfektion sowohl in WT- als auch in TLR2-/--Mäusen signifikant 
an. Allerdings wies die Kinetik des Anstiegs zwischen den Versuchsgruppen Unter-
schiede auf. Nach CLP wurde das Maximum des Foxp3+ T-Zellanteils in WT-Mäusen 
nach 7 Tagen bestimmt und nahm in der Sekundärinfektion ab. In TLR2-/--Mäusen 
wurde das Maximum an Foxp3+ T-Zellen bereits vier Tage nach CLP erreicht, sank 






leicht an. Die transgenen Tiere besaßen zum Zeitpunkt der Sekundärinfektion in den 
mLN und im Blut einen signifikant geringeren Anteil an Foxp3+ T-Zellen (Abb. 3.29). 
 
 
Abb. 3.29: Verlauf des Treg-Zellanteils in TLR2
-/-
- und WT-Mäusen nach CLP und Sekundärinfektion. Der 
Anteil an Foxp3
+
 T-Zellen wurde vier Tage nach CLP (weiß kariert), sieben Tage nach CLP (schwarz) und sieben 
Tage nach Sekundärinfektion (grau kariert) in (A) mLN, (B) Milz, (C) Blut und (D) Lunge untersucht (aus-
genommen der Lunge, welche nicht vier Tage nach CLP untersucht wurde) und mit naiven Mäusen (weiß) ver-
glichen. Die Daten wurden aus 4 - 8 Tieren je Gruppe generiert (einzige Ausnahme 4 Tage nach CLP n = 2) und 
sind als Mittelwerte mit Standardfehler dargestellt. (Student‘s t-test ***p=0,001; **p < 0,01; *p < 0,05; ns p > 0,05) 
3.2.4.3 Weniger Nrp1+ Treg-Zellen in septischen TLR2-/--Mäusen 
Um zu untersuchen, ob eine Induktion von Treg-Zellen für die Resistenz gegenüber 
einer Sekundärinfektion mit P. aeruginosa von TLR2-/--Mäusen verantwortlich ist, 
wurde die Nrp1-Expression auf Treg-Zellen untersucht.  
In den transgenen Mäusen fanden sich in den mLN vier Tage nach CLP (74 % Nrp1+ 
zu 80 % Nrp1+) und sieben Tage nach Sekundärinfektion (76 % Nrp1+ zu 82 % 
Nrp1+) weniger natürliche Treg-Zellen als in WT-Mäusen (Abb. 3.30 A).  
In der Milz konnte ebenfalls ein signifikant reduzierter Anteil an nTreg-Zellen 







% natürliche Treg-Zellen während TLR2-/--Mäusen nur 79 % und 82 % nTreg-Zellen 











und WT- (weiß) Mäusen wurde eine Sepsis induziert und sieben Tage später folgte eine Sekundärinfektion mit 
P.aeruginosa. Der Anteil an Nrp1
+
 Treg-Zellen wurde in (A) mLN, (B) Milz, (C) Blut und (D) Lunge bestimmt. 
Hierfür wurden die Organe aus naiven Mäusen, vier und sieben Tage nach CLP und sieben Tage nach 
Sekundärinfaktion entnommen. Einzig die Lunge wurde nicht vier Tage nach CLP untersucht. Die Daten wurden 
aus 4 – 8 Tieren je Gruppe generiert (Ausnahme vier Tage nach CLP, n = 2) und sind als Mittelwerte mit 
Standardfehler dargestellt. (Student‘s t-test **p < 0,01; *p < 0,05; ns p > 0,05) 
Im Blut waren ebenfalls deutliche Unterschiede zwischen TLR2-/-- und WT-Mäusen 
hinsichtlich der Nrp1-Expression auf Treg-Zellen erkennbar. Transgene Mäuse 
besaßen vier (72 % zu 86 % nTreg-Zellen) und sieben (81 % zu 90 % nTreg-Zellen) 
Tage nach CLP einen geringeren Anteil an nTreg-Zellen als WT-Mäuse. Nach 
Sekundärinfektion zeigten beide Mausstämme einen ähnlichen Anteil an natürlichen 
Treg-Zellen im Blut (Abb. 3.30 C). 
In Lungen aus TLR2-/--Mäusen fanden sich signifikant weniger nTreg-Zellen sieben 
Tage nach CLP (78 % zu 69 % nTreg-Zellen) und Sekundärinfektion (74 % zu 68 % 
nTreg-Zellen) verglichen mit Lungen aus WT-Mäusen, obwohl naive WT-Mäuse 







3.2.4.4 Reduzierter TNF Serumspiegel während einer Sepsis in TLR2-/--Mäusen  
Um einen Einfluss der TLR2-Defizienz auf die Zytokinsezernierung während einer 
Sepsis zu untersuchen, wurde 24 Stunden nach CLP Blut entnommen, Serum ge-
wonnen und der Zytokinspiegel von TNFα, IL-6, IL4 und IL-10 bestimmt. 
 
Abb. 3.31: Mengen an pro- und anti-inflammatorischen Zytokinen nach CLP im Blut von WT- und TLR2
-/-
-




(rot) Mäusen entnommen und der 
Zytokinspiegel von (A) TNFα, (B) IL-6, (C) IL-4 und (D) IL-10 mittels Luminex bestimmt. Dargestellt sind die 
einzelnen Proben mit Mittelwerten und Standardfehlern (n = 5 -10 je Gruppe; außer TLR2
-/-
-Kontrolle n = 2).  
Nach Induktion einer Sepsis war der TNFα Spiegel in beiden Versuchsgruppen im 
Blut erhöht, allerdings besaßen WT-Mäuse nach CLP einen 3-fach höheren TNFα-
Spiegel (2,5 pg/ml zu 0,86 pg/ml) als TLR2-defiziente Mäuse (Abb. 3.31 A).  
Der IL-6 Spiegel stieg ebenfalls sowohl in WT- als auch TLR2-/--Mäusen nach CLP 
gleichermaßen von etwa 6 pg/ml auf etwa 660 pg/ml an und unterschied sich kaum 
zwischen beiden Mausstämmen (Abb. 3.31 B). 
Die Induktion einer Sepsis zeigte weder in WT- noch in TLR2-/--Mäusen einen 
Einfluss auf den IL-4 Spiegel (78 pg/ml zu 64 /pg/ml) (Abb. 3.31 C), hingegen führte 
eine CLP zu einer erhöhten Freisetzung von IL-10 im Blut beider Versuchsgruppen, 
jedoch in WT-Mäusen tendenziell stärker als in den transgenen Tieren (4 pg/ml zu 84 







3.2.5 Identifizierung von Bakterien im Blut septischer Mäuse 
Bei einer Sepsis handelt es sich um eine systemische Hyperreaktion des Immun-
systems, wobei jedoch nicht in allen Fällen auch Bakterien im Blut nachgewiesen 
werden können. Um bei CLP-behandelten Tieren das Blut auf Bakterien zu unter-
suchen, erfolgte 24 Stunden nach Induktion einer polymikrobiellen Sepsis ein 
Ausstrich der Blutproben auf Nährböden und falls diese bakterielles Wachstum 
aufwiesen wurden die Kolonien mittels MALDI-MS identifiziert. Insgesamt erfolgte bei 
29 % (15 von 51) aller untersuchten septischen Tieren ein Nachweis von Bakterien 
im Blut. Eine Auflistung der nachgewiesenen Mikroorganismen ist in Tab. 3.6 zu 
sehen. 
Tab. 3.6: Mittels MALDI-MS im Blut septischer Mäuse identifizierte Bakterien. Der Score-Wert entspricht der 
Wahrscheinlichkeit einer korrekten Identifizierung. 
Bakterium Anzahl Score 
Aggregatibacter actinomycetemcomitans 1 96,8 
Bacteroides caccae 1 95,3 
Bacteroides uniformis 1 50,0 
Corynebacterium mastitidis 1 99,9 
Enterobacter asburiae 1 50 
Enterobacter cloacae 2 50 
Enterococcus gallinarum 2 99,9 
Escherichia coli 2 99,9 
Pseudomonas alcaligenes 1 99,9 
Staphylococcus hominis 2 99,9 
Staphylococcus sciuri 1 99,9 
3.3 In vitro-Induktion von Treg-Zellen aus CD4+CD25- T-Zellen mittels 
DNMT-Inhibitoren 5-Aza-dC und EGCG 
Ein Treg-Transfer könnte eine Therapiemöglichkeit für Krankheiten sein, bei denen 
Treg-Zellen eine wesentliche Rolle für die Entstehung und den Verlauf der Krankheit 
spielen. Wie zuvor gezeigt, besitzen Treg-Zellen während der pro-inflammatorischen 
Phase einer Sepsis eine protektive Funktion und die Vermehrung dieser Zellen 






Essentiell für einen stabilen Treg-Phänotyp mit suppressiven Eigenschaften ist eine 
unmethylierte FOXP3-TSDR. Eine Demethylierung dieser Region könnte eine 
FOXP3-Expression und einen suppressiven Phänotyp induzieren. Deshalb wurden 
CD4+CD25- T-Zellen mit den beiden DNA-Methyltransferase (DNMT)-Inhibitoren 5-
Aza-2′-deoxycytidin (5-Aza-dC) und Epigallocatechingallat (EGCG) in vitro stimuliert 
und eine Differenzierung in Treg-Zellen mit einer demethylierten FOXP3-TSDR 
untersucht. 
3.3.1 Induktion Treg-spezifischer Gene in Jurkat-Zellen durch DNMT-Inhibitoren  
Wong et al. konnten zeigen, dass EGCG-stimulierte Jurkat-Zellen eine FOXP3-
Expression aufweisen (Wong et al., 2011). In dieser Arbeit wurde die Wirkung von 
EGCG und dem bereits in Therapie verwendeten DNMT-Inhibitor, 5-Aza-dC hin-
sichtlich der FOXP3-TSDR Methylierung und der Induktion von Treg-typischen 
Genen zunächst auf Jurkat-Zellen untersucht.  
3.3.1.1 5-Aza-dC und EGCG reduzieren die DNA-Methylierung in Jurkat-Zellen 
Um den Effekt beider DNMT-Inhibitoren auf die globale DNA-Methylierung zu 
untersuchen, wurden Jurkat-Zellen für vier Tage mit verschiedenen Konzentrationen 
5-Aza-dC oder EGCG kultiviert.  
Nach diesem Zeitraum reduzierte 5-Aza-dC die globale DNA-Methylierung um ca. 35 
bis 40 % im Vergleich zu unbehandelten Jurkat-Zellen (Abb. 3.32). Die Wirkung von 
EGCG auf die DNA-Methylierung war mit einer Reduktion von 50 % noch aus-
geprägter. 
 
Abb. 3.32: 5-Aza-dC und EGCG reduzieren die globale DNA-Methylierung in Jurkat-Zellen. Jurkat-Zellen 
wurden vier Tage in Anwesenheit von verschiedenen Konzentrationen 5-Aza-dC und EGCG kultiviert. Die Methy-
lierung der unbehandelten Kontrolle wurde mit 100 % definiert und die anderen Proben in Relation dazu gesetzt. 





3.3.1.2 DNMT-Inhibitoren induzieren in Jurkat-Zellen Treg-spezifische Gene 
Nachdem eine deutliche Reduktion der globalen DNA-Methylierung mittels DNMT-
Inhibitoren nachgewiesen wurde, erfolgte eine Genexpressionsanalyse der beiden 
Treg-spezifischen Gene FOXP3 und LRRC32 (codiert GARP). Insbesondere die Ex-
pression von FOXP3 wird über die DNA-Methylierung reguliert, weshalb nTreg-Zellen 
mit einer unmethylierten FOXP3-TSDR eine stabile FOXP3-Expression besitzen.  
Die Kultivierung mit 5-Aza-dc induzierte nach vier Tagen eine signifikant 11-fach (5 
µM) bzw. 8-fach (1 µM) und nach sieben Tagen eine 8-fach (5 µM) bzw. 3-fach (1 
µM) erhöhte FOXP3-Expression. Die Kultivierung mit EGCG bewirkte nach vier 
Tagen eine doppelt so hohe FOXP3-Expression, die nach sieben Tagen wieder auf 
dem Niveau der CD4+CD25- T-Zellen war (Abb. 3.33). 
Abb. 3.33: 5-Aza-dC und EGCG induzieren eine erhöhte FOXP3- und LRRC32-Expression in Jurkat-Zellen. 
Mittels qRT-PCR bestimmte (A) FOXP3- und (B) LRRC32-Expression nach viertägiger und siebentägiger 
Kultivierung sind im Diagramm aufgetragen. Dargestellt sind Mittelwerte und Standardfehler aus n = 3. (Student‘s 
t-test ***p=0,001; **p < 0,01; ns p > 0,05)  
Die LRRC32 (GARP)-Expression wurde durch die viertägige Kultivierung mit 5 µM 5-
Aza-dC signifikant um das 900-fache erhöht und blieb nach sieben Tage noch immer 
650-fach erhöht im Vergleich zu naiven Zellen. Die Kultivierung mit 1 µM 5-Aza-dC 
hatte dementsprechend einen geringeren Effekt, induzierte dennoch im Vergleich zu 
unbehandelten Zellen eine 650 mal höhere Expression nach vier und eine 475 mal 
höhere Expression nach sieben Tagen. EGCG (50 µM) induzierte nach vier Tagen 
eine 9-fach erhöhte Expression und nach sieben Tagen eine 7-fach erhöhte 
Expression von LRRC32 verglichen mit naiven Jurkat-Zellen. 
3.3.2 Einfluss von 5-Aza-dC und EGCG auf die Treg-Differenzierung aus 
CD4+CD25- T-Zellen 
Um zu überprüfen, ob sich die Induktion von Treg-spezifischen Genen durch die 






tragen lässt, wurden durchflusszytometrisch isolierte humane CD4+CD25- T-Zellen 
analysiert. 
3.3.2.1 DNMT-Inhibitoren reduzieren die DNA-Methylierung in T-Zellen  
Nach Kultivierung mit 5 µM und 1 µM 5-Aza-dC war die globale DNA-Methylierung in 
T-Zellen signifikant um ca. 40 % reduziert. EGCG (50 µM) reduzierte die globale 
DNA-Methylierung signifikant um 30 %, hingegen zeigte EGCG in einer geringeren 
Konzentration von 5 µM keinen Einfluss auf die DNA-Methylierung (Abb. 3.34).   
 





Zellen wurden mit anti-CD3 und anti-CD28 Antikörpern aktiviert und vier Tage in Anwesenheit von zwei unter-
schiedlichen Konzentrationen 5-Aza-dC (5 µM und 1 µM) und EGCG (50 µM und 5 µM) kultiviert. Die Methy-




 T-Zellen (Kontrolle) wurde mit 100 % definiert und die anderen Proben 
darauf bezogen. Dargestellt sind Mittelwerte und Standardfehler aus n = 3. (Student‘s t-test ***p=0,001; **p < 
0,01; *p < 0,05; ns p > 0,05) publiziert in: Kehrmann et al. 2014 
3.3.2.2 5-Aza-dC reduziert die FOXP3-TSDR Methylierung 
Stabile Treg-Zellen zeichnen sich durch eine unmethylierte FOXP3-TSDR aus. Es 
wurde im Folgenden untersucht, in welchem Ausmaß die beiden verwendeten 
Substanzen eine FOXP3-TSDR Demethylierung hervorrufen. Nach Stimulation 
wurde die DNA-Methylierung in dieser Genregion mittels QAMA-Methode und next 
generation sequencing (NGS) untersucht. Unbehandelte CD4+CD25- T-Zellen wiesen 
eine vollständige Methylierung in der FOXP3-TSDR auf, natürliche Treg-Zellen 
zeigten hingegen eine annähernd vollständig unmethylierte FOXP3-TSDR. Die 
Kultivierung von CD4+CD25- T-Zellen mit 5-Aza-dC führte zu einer signifikanten 
Reduktion der Methylierung nach vier (5 µM & 1µM – ca. 90 %) und sieben Tagen (5 
µM – ca. 85 %; 1 µM – ca 80 %). Hingegen reduzierten die beiden eingesetzten 
Konzentrationen von EGCG weder nach vier noch nach sieben Tagen die DNA-





Überprüfung mittels NGS zeigte nach siebentägiger Stimulation mit 5 µM 5-Aza-dC 
eine Reduktion der DNA-Methylierung in der FOXP3-TSDR von ca. 50 % und 1 µM 
5-Aza-dC von ca. 25 %. Zudem konnte bestätigt werden, dass die Kultivierung mit 5 
µM EGCG keinen Einfluss auf die Methylierung der FOXP3-TSDR hat (Abb. 3.35 B). 
 
 




 T-Zellen. Zellen wurden 
mit anti-CD3 und anti-CD28 Antikörper aktiviert und vier Tage mit zwei Konzentrationen 5-Aza-dC (5 µM und 1 
µM) und EGCG (50 µM und 5 µM) kultiviert. Bestimmung der DNA-Methylierung erfolgte mittels (A) QAMA-assay 
und (B) NGS (nur nach sieben Tagen). Dargestellt sind die Mittelwerte mit Standardfehler aus n = 3 - 7. Student‘s 
t-test ***p=0,001; **p < 0,01; ns p > 0,05) publiziert in: Kehrmann et al. 2014 
3.3.2.4 5-Aza-dC und EGCG wirken in hohen Konzentrationen toxisch auf T-
Zellen 
Um zu untersuchen, inwiefern die verwendeten Konzentrationen der beiden DNMT-
Inhibitoren toxisch auf humane T-Lymphozyten wirken, wurden die behandelten 
Zellen mit 7-AAD markiert und anschließend durchflusszytometrisch analysiert (Abb. 
3.36 A). Beide Substanzen zeigten einen negativen Effekt auf die Vitalität der Zellen. 
Während durch die Kultivierung der Zellen in Anwesenheit von 5-Aza-dC sowohl in 
einer Konzentration von 5 µM als auch von 1 µM schon nach vier Tagen nur noch 70 
% der Zellen und nach sieben Tagen nur noch 50 % vital waren, zeigte EGCG sogar 
eine noch stärkere Toxizität. Hier bewirkte die Stimulation mit 50 µM EGCG ein 
Absterben von 80 % der Zellen in den ersten vier Tagen und weiterer 17 % im 







in der Kultur verblieben. Eine 5 µM EGCG-Konzentration reduzierte die Zellvitalität 
nach vier Tagen auf 48 % und nach sieben Tagen auf 34 % (Abb. 3.36 B).  
 




 T-Zellen. Nach 
vier- und siebentägiger Kultivierung mit 5-Aza-dC und EGCG wurden die Zellen mit 7-AAD markiert und die 
Zellvitalität durchflusszytometrisch ermittelt. (A) Exemplarische FACS-Auswertung (B) Zellvitalität nach vier und 
sieben Tagen Kultivierung mit 5-Aza-dC und EGCG. Dargestellt sind Mittelwerte mit Standardfehler (n = 3). 
(Student‘s t-test **p < 0,01; *p < 0,05; ns p > 0,05) publiziert in: Kehrmann et al. 2014 
3.3.2.5 Expression von Treg spezifischen Genen in CD4+CD25- T-Zellen nach 
Stimulation mit DNMT-Inhibitoren 
Mittels qRT-PCR und gene array Analysen wurde überprüft, ob aus der Demethylie-
rung der FOXP3-TSDR eine erhöhte Expression der Treg-spezifischen Gene 
FOXP3, LRRC32, IL-10 und TGF-β resultiert (Abb. 3.37). Nach viertägiger Kulti-
vierung mit 5 µM und 1 µM 5-Aza-dC wurde die FOXP3-Expression signifikant um 
das 3- bis 4-fache und nach sieben Tagen signifikant um das 7- bis 10-fache im 
Vergleich zur unbehandelten Kontrolle erhöht, jedoch lag das Genexpressionslevel 
immer noch deutlich unter der FOXP3-Expression naiver Treg-Zellen. Nachdem 
EGCG bereits keine Wirkung auf die Methylierung in der FOXP3-TSDR zeigte, wurde 
ebenfalls keine FOXP3-Expression in CD4+CD25- T-Zellen induziert. Die erhobenen 
qRT-PCR Daten stimmten mit Untersuchungen durch die gene array Methode 
überein (Abb. 3.37 A). Aufgrund der hohen Toxizität von 50 µM EGCG wurden keine 
weiteren Untersuchungen mit dieser Konzentration durchgeführt. 
Ebenfalls wurde die mRNA-Expression des Membranproteins GARP (LRRC32) 
untersucht, welches nach Aktivierung exklusiv auf Treg-Zellen exprimiert wird. Durch 
1 µM und 5 µM 5-Aza-dC wurde das 7-fache an LRRC32 exprimiert, allerdings 
erreichte diese signifikante Steigerung nicht das Expressionslevel von Treg-Zellen. 
Eine vier- und siebentägige Kultivierung mit EGCG zeigte keinen Einfluss auf die 
LRRC32-Expression. Die Untersuchung mittels gene array Methode erbrachte 
ähnliche Resultate (Abb. 3.37 B). 
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 T-Zellen mit DNMT-Inhibitoren induziert die Expression Treg-
spezifischer Moleküle. Abgebildet ist die mRNA-Expression von FOXP3, LRRC32, IL-10, TGF-β und die 
FOXP3-Bildung nach Stimulation mit DNMT-Inhibitoren. Nach Kultivierung der Zellen wurde RNA isoliert und die 
Expression mittels qRT-PCR (n = 3 - 6) und gene array Analysen (n = 2) bestimmt. (A & B) FOXP3- und LRRC32-
Expression nach vier und sieben Tage Kultivierung. (C & D) Nach siebentägiger DNMT-Inhibitor Kultivierung 
bestimmte IL-10- und TGF-β-Expression (E) Nach vier- und siebentägiger Kultivierung wurde die Bildung von 
FOXP3 nach Antikörpermarkierung mittels Durchflusszytometer bestimmt. Dargestellt sind Mittelwerte mit 
Standardfehler (Student‘s t-test ***p=0,001; **p < 0,01; *p < 0,05; ns p > 0,05) publiziert in: Kehrmann et al. 2014 
Darüber hinaus wurde die mRNA-Expression der Treg-spezifischen Zytokine IL-10 
und TGF-β bestimmt (Abb. 3.37 C & D). Nach siebentägiger Kultivierung in 
Anwesenheit von 5 µM 5-Aza-dC zeigten CD4+CD25- T-Zellen eine signifikante 270-
fache Steigerung der IL-10 Expression und mit 1 µM 5-Aza-dC konnte die IL-10-
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Expression um das 25-fache gesteigert werden. Die Inkubation mit EGCG hatte 
keine erhöhte IL-10-Expression zur Folge. Naive Treg-Zellen exprimierten weniger 
IL-10 als 5 µM 5-Aza-dC behandelte CD4+CD25- Zellen, dennoch 115-mal so viel wie 
unbehandelte CD4+CD25- T Zellen. Mittels gene array Methode konnte nur eine 7-
fach erhöhte IL-10-Expression in 5 µM 5-Aza-dC stimulierten Zellen nachgewiesen 
werden. In 1 µM 5-Aza-dC stimulierten Zellen und Treg-Zellen kam es zu einer 
doppelt so hohen IL-10-Expression verglichen mit unbehandelten T-Zellen.  
Mittels gene array Methode war eine 130-fache Steigerung der TGF-β-Expression 
nach Stimulation mit 5-Aza-dC nachweisbar. Diese ließ sich mittels qRT-PCR 
ebenso wie eine Expression nach Inkubation mit EGCG nur tendenziell nachweisen. 
Zusätzlich konnte mittels Durchflusszytometrie auf Proteinebene gezeigt werden, 
dass nach Kultivierung mit  5-Aza-dC tatsächlich FOXP3 gebildet wird (Abb. 3.37 E). 
3.3.2.6 Funktionelle Analysen von DNMT-Inhibitor-stimulierten Zellen 
Nach viertägiger Kultivierung mit 5-Aza-dC proliferierten die Zellen verglichen mit 
unbehandelten Zellen deutlich weniger. In diesem Zeitraum proliferierten un-
behandelte CD4+CD25- Zellen zu 70 %, während 5 µM 5-Aza-dC behandelte Zellen 
nur zu 40 % und 1 µM 5-Aza-dC behandelte Zellen nur zu 47 % proliferierten. 
Hingegen proliferieren EGCG stimulierte Zellen zu 62 % (Abb. 3.38 A). 
 





 T-Zellen. Nach viertägiger Kultivierung mit beiden DNMT-Inhibitoren wurden mittels 
Durchflusszytometer funktionelle Analysen durchgeführt. (A) Messung der proliferativen Aktivität nach vier Tagen 





 Responder-Zellen. Dargestellt sind Mittelwerte und Standardfehler. Daten wurden aus drei unab-
hängigen Versuchen zusammengefasst. publiziert in: Kehrmann et al. 2014 
Jedoch konnten keine der stimulierten Zellen die Proliferation von CD4+CD25- 






Kultur mit DNMT-Inhibitor behandelten Zellen ebenso stark oder sogar stärker als in 
Co-Kultur mit unbehandelten CD4+CD25- Kontrollzellen (Abb. 3.38 B). 
3.3.2.7 Gene array Expressionanalyse von DNMT-Inhibitor stimulierten T-Zellen 
Um zu überprüfen, welche Gene durch die Kultivierung mit DNMT-Inhibitoren in Ihrer 
Expression noch verändert werden, erfolgte eine gene array Analyse, in der die 
Genexpression mit der von Treg-Zellen und CD4+CD25- T-Zellen verglichen wurde. 
Abb. 3.39 zeigt eine Induktion vieler Treg-spezifischer Gene nach Hemmung der 
DNA-Methyltransferase durch 5-Aza-dC, jedoch auch viele Treg-Gene, die ihr 
Expressionslevel nicht veränderten (Abb. 3.39 A & B). Anhand der gene array 
Analyse war außerdem deutlich erkennbar, dass EGCG kaum Einfluss auf die 
Induktion Treg-spezifischer Gene in CD4+CD25- T-Zellen hat (Abb. 3.39 C). 
 




T-Zell-typischer Gene. Treg-Zellen wurden sieben Tage 





(grüne Kreise), die ebenfalls sieben Tage kultiviert wurden. Zusätzlich zu diesen beiden Genexpressionsprofilen 
sind die Expressionsprofile von sieben Tage DNMT-Inhibitoren stimulierten T-Zellen aufgetragen ((A) blaue 
Dreiecke - 5µM 5-Aza-dC; (B) lila Dreiecke - 1µM 5-Aza-dC; (C) schwarze Dreiecke - 5µM EGCG). Dargestellt 












3.3.2.8 Untersuchung der Expression Th1-, Th2- und Th17-spezifischer Gene 
Nachdem die vorherigen Ergebnisse offenbarten, dass auch 5-Aza-dC keinen voll-
ständigen Treg-Phänotyp induziert, wurde untersucht, ob spezifische Gene der Th1-, 
Th2- und Th17- T-Zellpopulationen exprimiert werden. 
Nach siebentägiger Kultivierung von CD4+CD25- T-Zellen mit 5 µM 5-Aza-dC wurde 
die Expression des Th1-spezifischen Transkriptionsfaktors TBX21 um das 6-fache 
und die INF-ɣ-Expression um das 10-fache gesteigert (Abb. 3.40). Die niedrigere 5-
Aza-dC Konzentration zeigte einen abgeschwächten, jedoch tendenziell ähnlichen 
Effekt, während die Stimulation mit EGCG nicht zur Induktion von Th1-typischen 
Genen führte. Die mittels qRT-PCR erhobenen Daten fanden sich tendenziell so 






 T-Zellen exprimieren nach Stimulation mit 5-Aza-dC Th1-Zell-spezifische Gene.  
Nach siebentägiger Kultivierung wurde die mittels qRT-PCR (n = 3 - 5) und gene array Methode (n = 2) 
bestimmte (A) TBX21- und (B) IFNɣ-Expression aufgetragen. Dargestellt sind Mittelwerte und Standardfehler. 
(Student‘s t-test ***p=0,001;  *p < 0,05; ns p > 0,05) publiziert in: Kehrmann et al. 2014 
Außerdem wurden die GATA3- und IL-4-Expression untersucht, welche typisch für 
Th2-Zellen ist. Die beiden DNMT-Inhibitoren 5-Aza-dC und EGCG beeinflussten die 
GATA3-Expression nach siebentägiger Kultivierung nicht wesentlich. Jedoch wurde 
nach Stimulation mit 5 µM 5-Aza-dC signifikant 4 Mal mehr IL-4 exprmimiert. Mittels 
gene array Technologie war kein Anstieg der IL-4-Expression in behandelten Zellen 












Zellen. Nach siebentägiger Kultivierung wurde die mittels qRT-PCR (n = 3 - 5) und gene array Methode (grau, n = 
2) bestimmte (A) GATA3- und (B) IL-4-Expression aufgetragen. Dargestellt sind Mittelwerte und Standardfehler. 
(Student‘s t-test **p < 0,01; *p < 0,05; ns p > 0,05) publiziert in: Kehrmann et al. 2014 
Zuletzt wurde die Expression der für Th17-Zellen typischen Gene RORɣT und IL-17 
bestimmt (Abb. 3.42). Die Kultivierung von CD4+CD25- T-Zellen mit 5 µM 5-Aza-dC 
steigerte die RORɣT-Expression um ein 5-faches und 1 µM 5-Aza-dC sogar um ein 
10-faches. EGCG hingegen induzierte keine RORɣT-Expression. Diese mittels qRT-
PCR generierten Daten deckten sich mit den Daten der gene array Methode. 
Die Stimulation mit 5-Aza-dC (5 µM) führte zu einem 7-fachen und 5-Aza-dC (1 µM) 
zu einem 3-fachen Anstieg der IL-17 Expression während EGCG die IL-17 
Expression verdoppelte. Die Untersuchung dieser Zellen mittels gene array Methode 






 T-Zellen exprimieren nach Stimulation mit DNMT-Inhibitoren Th17-Zell-spezifische 
Gene. Nach siebentägiger Kultivierung wurde die mittels qRT-PCR (n = 3 - 5) und gene array Methode (n = 2) 
bestimmte (A) RORɣT- und (B) IL-17-Expression aufgetragen. Dargestellt sind Mittelwerte und Standardfehler. 








Die Fehlfunktion oder aber auch ein gestörtes Verhältnis zwischen Treg-Zellen und 
Effektor-T-Zellen wird mit verschiedenen Autoimmunerkrankungen wie rheumatoider 
Arthritis, systemischem Lupus erythematodes oder multipler Sklerose in Verbindung 
gebracht (Buckner, 2010; Cao et al., 2004; Lyssuk et al., 2007; Nadkarni et al., 
2007). Es besteht die Hoffnung, dass künftige Treg-Zelltherapien die Krankheits-
verläufe verbessern können. In dieser Arbeit wurde insbesondere die Bedeutung 
regulatorischer T-Zellen für den Verlauf einer Sepsis untersucht. 
Hierbei konnte gezeigt werden, dass der Anteil regulatorischer T-Zellen an allen 
CD4+ T-Zellen im Vergleich zu gesunden Menschen erhöht ist. Dies gilt sowohl für 
die bislang meist angewendete durchflusszytometrische Quantifizierung mittels 
Proteinexpression, als auch mit Hilfe einer im Rahmen dieser Arbeit etablierten 
methylierungssensitiven real-time PCR, die epigenetische Unterschiede innerhalb 
der FOXP3-TSDR zur Quantifizierung nutzt (Abb. 3.6 A & B)  
In früheren Studien wurde bereits eine relative Zunahme des Anteils an 
regulatorischen T-Zellen beschrieben (Monneret et al., 2003; Venet et al., 2009). Es 
wurde postuliert, dass dieser erhöhte Anteil an Treg-Zellen während einer Sepsis mit 
einer schlechteren Prognose der Patienten assoziiert ist. Dies wurde mit einer 
entstehenden Immunparalyse und einer damit verbundenen Anfälligkeit für eine 
nosokomiale Sekundärinfektionen begründet (Monneret et al., 2003; Nascimento et 
al., 2010; Venet et al., 2008). Die Studien identifizierten Treg-Zellen anhand ihrer 
typischen Proteinexpression (Scumpia et al., 2006; Venet et al., 2004). Oftmals 
wurden hierfür die -Kette des IL-2 Rezeptors (CD25) und die -Kette des IL-7 
Rezeptors (CD127) verwendet, jedoch stellen nicht alle dieser Zellen Treg-Zellen dar 
(Sakaguchi et al., 2010). Humane konventionelle T-Zellen exprimieren transient nach 
Aktivierung ebenfalls Treg-typische Moleküle, insbesondere den Transkriptionsfaktor 
FOXP3, obwohl sie keinen suppressiven Phänotyp aufweisen (Allan et al., 2007; 
Ziegler, 2007). Insbesondere bei Krankheiten wie der Sepsis, bei denen eine starke 
Aktivierung von Immunzellen auftritt, ist die Charakterisierung von Treg-Zellen mittels 
Proteinexpression ungenau. Zudem wurde kürzlich eine latente Treg-Zellpopulation 
identifiziert, in der die foxp3-TSDR unmethyliert ist, allerdings kein foxp3 exprimiert 
wird, die jedoch starke suppressive Eigenschaften besitzt und nach TCR-Stimulation 





Bei der Quantifizierung anhand der CD25-Expression mittels FACS gibt es keine klar 
trennbaren CD25-exprimierenden Zellpopulationen, sondern einen fließenden Über-
gang zwischen Treg-Zellen und aktivierten konventionellen T-Zellen. Mangels 
Standardisierung im Definieren der „Gates“ während der Auswertung ist es 
besonders schwierig in aktiviertem Milieu, wie es während einer Sepsis vorzufinden 
ist, reproduzierbare Daten zu generieren (Sakaguchi et al., 2010). 
Die Methode zur Quantifizierung von Treg-Zellen auf Basis Treg-spezifischer DNA-
Methylierung liefert exakte und reproduzierbare Ergebnisse. Besonders für die 
Analyse von Blutproben septischer Patienten ist eine solche Methode deutlich 
präziser, da davon ausgegangen wird, dass die DNA-Methylierung unabhängig vom 
Aktivierungsstatus der Zellen stabil ist (Reik et al., 2001). Die Tatsache, dass diese 
Region ausschließlich in nTreg-Zellen und nicht in aktivierten T-Zellen oder anderen 
Leukozyten zu finden ist, macht die unmethylierte FOXP3-TSDR aktuell zum 
spezifischsten Merkmal von Treg-Zellen (Baron et al., 2007). Im Jahr 2009 konnten 
Wieczorek et al. erstmals eine  qRT-PCR Methode entwickeln, welche auf dieser 
differenziellen Methylierung basiert. Sie quantifizierten damit Treg-Zellen in 
Melanoma- und Transplantationspatienten (Wieczorek et al., 2009). Eine weitere 
Quantifizierung mittels FOXP3-TSDR erfolgte in Nabelschnurblut (Liu et al., 2010)  
Die Vorteile der hier etablierten QAMA-Methode gegenüber zuvor verwendeten 
Methoden sind zum einen eine Quantifizierung unabhängig von der Menge des 
eingesetzten DNA-template und zum anderen die Möglichkeit die Reaktion in einem 
einzelnen Reaktionsansatz durchzuführen. Dadurch ist diese Methode sehr robust 
und standardisiert. 
Die Untersuchung von septischen Patienten und gesunden Probanden mit dem 
QAMA-assay bestätigte ebenfalls einen signifikant erhöhten Anteil an Treg-Zellen 
bezogen auf die CD4-Gesamtzellpopulation in den untersuchten Patientenproben. 
Übereinstimmende Resultate konnten mittels Durchflusszytometrie generiert werden 
(Abb. 3.5 A & B). 
Wie in Tab. 3.4 dargestellt, unterscheiden sich die beiden untersuchten Gruppen 
deutlich in der Altersverteilung, da septische Patienten im Durchschnitt älter waren 
als gesunde Kontrollen. Ob das Alter einen Einfluss auf den Anteil an Treg-Zellen hat 
wird kontrovers betrachtet, da einige Studien einen steigenden Anteil an Treg-Zellen 





beobachtet werden konnte (Hwang et al., 2009; Lages et al., 2008; Rosenkranz et 
al., 2007; Santner-Nanan et al., 2008). Angemerkt sei, dass alle diese Studien mittels 
Durchflusszytometrie durchgeführt wurden. Daten der hier mittels QAMA-Methode 
durchgeführten Studie deuteten nicht auf einen Einfluss des Alters auf den Anteil an 
Treg-Zellen hin. Sowohl mittels FACS als auch mittels QAMA-Methode quantifizierte 
Proben von gesunden über 60 Jährigen und unter 60 Jährigen zeigten ähnliche 
Anteile an Treg-Zellen.  
Die meisten untersuchten Blutproben (93 %) zeigten in der methylierungssensitiven 
qRT-PCR einen höheren Anteil an Treg-Zellen verglichen mit der durchfluss-
zytometrischen Bestimmung. Dies kann sowohl durch den Mangel an spezifischen 
Treg-Proteinen und nicht standardisierten FACS-Auswertungen, als auch durch die 
Erfassung der zuvor beschriebenen latenten Treg-Zellen begründet sein (Miyao et 
al., 2012). Die Untersuchung der intermediären CD25-Zellpopulation mittels qRT-
PCR in gesunden Probanden unterstützt das Vorhandensein von stabilen Treg-
Zellen in dieser Zellpopulation, da 4,4 % unmethylierte Zellen in der CD25-inter-
mediären T-Zellpopulation detektiert wurden. 
Die Untersuchung einer Korrelation zwischen der QAMA-Methode und der Durch-
flusszytomerie zeigte bei der Quantifizierung von Treg-Zellen in gesunden Pro-
banden eine klare positive Korrelation (r = 0,61) (Abb. 3.7 A). Ähnliche Korrelationen 
(r = 0,49; r = 0,74) konnten auch andere Forscher zwischen methylierungssensitiven 
qRT-PCR und FACS-Untersuchungen zeigen (Liu et al., 2010; Sehouli et al., 2011). 
Hingegen zeigten beide verwendeten Methoden bei der Quantifizierung von Treg-
Zellen in septischen Patienten nur eine schwache Korrelation (r = 0,39) (Abb. 3.7 B). 
Dies kann mit dem stark aktivierten Milieu während einer Sepsis und der damit 
verbundenen Erfassung von nicht-regulatorischen, aktivierten CD25-exprimierenden 
Zellen mittels Durchflusszytometrie erklärt werden. Im Gegensatz zu regulatorischen 
T-Zellen besitzen diese Effektorzellen eine methylierte FOXP3-TSDR und können 
somit in der QAMA-Methode von Treg-Zellen unterschieden werden (Baron et al., 
2007). Zusätzlich könnte der unterschiedliche Zeitpunkt der Blutentnahme nach 
Beginn einer Sepsis ebenfalls zur schlechteren Korrelation beitragen.  
Für die Untersuchung einer Sepsis existieren verschiedene Mausmodelle, die in drei 
Kategorien eingeteilt werden können. Dabei wird zwischen der Injektion von LPS, der 





Peritonitis) unterschieden. In dieser Arbeit wurde die CLP-Methode verwendet, 
welche momentan die meist verwendete Methode zur Erforschung einer Sepsis dar-
stellt (Rittirsch et al., 2007), da der Krankheitsverlauf dem einer humanen Sepsis 
sehr ähnlich ist (Dejager et al., 2011; Hubbard et al., 2005) und beispielsweise die 
Sepsis-typische Zytokinsezernierung und Lymphozytenapopotose in Mäusen 
induziert (Ayala and Chaudry, 1996; Remick et al., 2000). Durch den Bauchschnitt 
kommt es zu einem Gewebeschaden, das abgebundene Caecum führt zu einer 
Nekrose und die Punktion des Caecums verursacht eine Freisetzung von Bakterien 
in einen sterilen Raum und letztlich eine Peritonitis (Dejager et al., 2011; Wichterman 
et al., 1980).  
In Übereinstimmung mit bereits publizierten Studien (Hein et al., 2010; Scumpia et 
al., 2006) konnte im Rahmen dieser Arbeit ein früher Anstieg des Anteils an Treg-
Zellen nach CLP-induzierter polymikrobieller Sepsis ermittelt werden (Abb. 3.10). 
Dieser erhöhte Anteil an Treg-Zellen während einer Sepsis kann auf unterschiedliche 
Ursachen zurückzuführen sein: 
Zum einen wurde in einigen Publikationen eine ausgeprägte Apoptose von 
Lymphozyten mit Ausnahme von Treg-Zellen beschrieben. (Boomer et al., 2011; 
Brahmamdam et al., 2010; Hiraki et al., 2012). Diese Apoptoseresistenz in Treg-
Zellen könnte durch die Expression des anti-apoptotischen Proteins BCL2 aber auch 
durch die Aktivierung von Treg-Zellen durch PAMPs oder DAMPs vermittelt werden  
(Iwata et al., 2011; Venet et al., 2004; Zanin-Zhorov et al., 2006). Möglicherweise 
könnte auch eine geringere PD1-Expression auf Treg-Zellen im Vergleich zu anderen 
T-Zellen die Apoptoserate reduzieren. Eine Blockade dieser Signalkaskade mittels 
PD1-Antikörpern kann eine Lymphozyten-Apoptose während einer Sepsis mini-
mieren und die Überlebensrate septischer Mäuse steigern (Boomer et al., 2011; 
Guignant et al., 2011). Die in der vorliegenden Arbeit durchgeführte CLP-induzierte 
Sepsis verursachte ebenfalls in allen untersuchten Organen eine Reduktion des 
Anteils an CD4+ T-Zellen (Abb. 3.16) mit gleichzeitigem Anstieg des Anteils an Treg-
Zellen (Abb. 3.10). Unterstützt wird diese Erklärung zur Verschiebung des Treg-
Verhältnisses durch die Beobachtung einer nicht veränderten absoluten Foxp3+ T-
Zellzahl 24 Stunden nach Induktion einer Sepsis (Scumpia et al., 2006).  
Anderseits könnte der erhöhte Anteil an Treg-Zellen auf eine Induktion von Treg-





sein (Horwitz et al., 2008; Josefowicz and Rudensky, 2009). Andere Studien zeigten 
bereits eine Treg-Induktion nach oraler Applikation von Antigenen, durch 
Antigenkontakt in der Lamina propria im Darm, in chronisch entzündetem Gewebe 
oder durch Tumorerkrankungen (Curotto de Lafaille et al., 2004; Liu et al., 2007; 
Mucida et al., 2005; Sun et al., 2007), weshalb eine Induktion von Treg-Zellen nach 
Antigenkontakt im Blut septischer Mäuse möglich erscheint. Kürzlich konnte gezeigt 
werden, dass die PD1-Expression auf konventionellen T-Zellen benötigt wird um in 
iTreg-Zellen zu differenzieren und die Induktion von Treg-Zellen dadurch reguliert 
werden kann (Chen et al., 2014). Da sich während einer Sepsis eine T-Zell-
Erschöpfung entwickeln kann, wodurch vermehrt PD-1 auf T-Zellen exprimiert wird 
(Chang et al., 2013), könnten dadurch vermehrt Treg-Zellen induziert werden. Um 
den Ursprung dieser Treg-Zellen zu identifizieren, wurde die Nrp1-Expression von 
Treg-Zellen aus septischen und gesunden Foxp3-GFP-Mäusen untersucht (Abb. 
3.14). Im Blut, dem Organ, in dem Pathogene während einer Sepsis primär vorliegen 
und in der Lunge, wurde ein Anstieg an induzierten Treg-Zellen gefunden, im 
Gegensatz zu den mesenterischen Lymphknoten und der Milz, in denen keine 
Veränderungen beobachtet wurden. Diese Beobachtung stimmte mit einer 
durchgeführten Methylierungsuntersuchung überein, in der Foxp3+ T-Zellen aus 
Milzen naiver und septischer Mäuse keine signifikanten Differenzen in der 
Methylierung der foxp3-TSDR aufwiesen (Abb. 3.14).  
Denkbar wäre aber auch eine aktive Proliferation der sonst anergen Treg-Zellen. In 
zuvor durchgeführten Studien wurde gezeigt, dass eine TLR2-vermittelte in vitro 
Aktivierung von Treg-Zellen zu einer verstärkten Proliferation mit gleichzeitigem 
Verlust ihrer suppressiven Eigenschaften führen kann (Nyirenda et al., 2011; Oberg 
et al., 2010). Während einer CLP wird das Caecum punktiert, wodurch eine Vielzahl 
an Bakterien freigesetzt wird, wovon speziell grampositive Bakterien eine TLR2-
vermitelte Proliferation von Treg-Zellen induzieren und somit das Treg-Verhältnis zu 
anderen T-Zellen verschieben könnten. Gegen eine solche Proliferation sprechen 
allerdings Beobachtungen von nicht erhöhten absoluten Treg-Zellzahlen nach 
Induktion einer Sepsis mittels CLP (Scumpia et al., 2006). Zudem konnte in der hier 
durchgeführten Arbeit in TLR2-defizienten Mäusen ebenfalls ein Anstieg an 





Unabhängig von ihrem Ursprung fand sich nach Induktion einer Sepsis nur eine 
tendenziell leicht erhöhte in vitro Proliferation und suppressive Aktivität 
regulatorischer T-Zellen gegenüber CD4+CD25- Responder-Zellen verglichen mit 
gesunden Mäusen (Abb. 3.15 B & C) insbesondere von nTreg-Zellen verglichen mit 
iTreg-Zellen. Eine verstärkte suppressive Aktivität von Treg-Zellen konnten Scumpia 
et al. in CD4+CD25+ T-Zellen und Kühlhorn et al. in CD4+Foxp3+ T-Zellen ebenfalls 
während einer Sepsis demonstrieren (Kuhlhorn et al., 2013; Scumpia et al., 2006), 
diese könnte auf eine TLR2-abhängige Aktivierung von Treg-Zellen zurückzuführen 
sein (Zanin-Zhorov et al., 2006). 
In der hier durchgeführten Arbeit konnte gezeigt werden, dass Treg-Zellen notwendig 
sind, um den Schaden während der hyperinflammatorischen Phase der Sepsis zu 
begrenzen. Eine Depletion von regulatorischen T-Zellen erhöht die Schwere des 
Krankheitsverlaufs und die Sterblichkeit septischer Mäuse. 
In einer Studie konnte gezeigt werden, dass der Anteil an Treg-Zellen in der CD4 T-
Zellpopulation in septischen Mäusen ansteigt und dieser Anstieg mit einer Zunahme 
von IL-10 und TGF im Serum korreliert. Durch die Applikation von anti-IL-10 
Antikörpern oder anti-TGF Antikörper konnte der Anteil an CD4+CD25+ T-Zellen 
gesenkt, der Anteil an CD4+ Zellen wieder gesteigert und auch die Überlebensrate 
septischer Mäuse verbessert werden (Hiraki et al., 2012). In einer anderen Ver-
öffentlichung wurde nach Depletion von CD25+ T-Zellen mittels anti-CD25 
Antikörpern ebenfalls eine erhöhte Überlebensrate von septischen Mäusen postuliert 
(Chen et al., 2007). Dabei ist jedoch zu berücksichtigen, dass nicht ausschließlich 
Treg-Zellen CD25 exprimieren, sondern ebenfalls aktivierte T-Effektorzellen eine 
transiente Expression zeigen. Zudem gibt es Foxp3+ T-Zellen, die nicht CD25-
exprimieren und somit von diesem Antikörper unbeeinflusst bleiben (Lehmann et al., 
2002; Miyao et al., 2012). Einen weiteren Nachteil dieser Methode konnten Kohm et 
al. aufzeigen, indem sie postulierten, dass anti-CD25 Antikörper nicht zur Depletion 
von Treg-Zellen, sondern zur Veränderung ihrer Funktion führen (Kohm et al., 2006). 
Kontrovers dazu wurden unveränderte Überlebensraten nach Depletion von 
CD4+CD25+ T-Zellen mittels Antikörpern oder Induktion einer Sepsis in CD25-defi-
zienten Mäusen beobachtet (Scumpia et al., 2006). Andere postulierten sogar eine 
gesteigerte Überlebensrate nach Transfer von Treg-Zellen während einer Sepsis 





mangelnde Spezifität der durchgeführten Treg-Depletionen sein, aber auch Abwei-
chungen in den Versuchsdurchführungen. Insbesondere die verschiedenen Zeit-
punkte der Depletionen könnten unterschiedliche Ergebnisse liefern. Aufgrund 
dessen wurde in dieser Arbeit eine spezifische Depletion durch Verwendung von 
DEREG-Mäusen durchgeführt. In diesen Mäusen exprimieren Foxp3+ regulatorische 
T-Zellen einen Rezeptor für Diphtherietoxin und können somit durch die Applikation 
des Toxins spezifisch depletiert werden (Lahl and Sparwasser, 2011).  
Die spezifische Depletion von Treg-Zellen vor CLP hatte einen deutlichen, negativen 
Einfluss auf den Verlauf und die Überlebensrate einer Sepsis (Abb. 3.18 & 3.19). 
Ähnliche Daten konnten kürzlich in ersten Versuchen mit einer Treg-spezifischen 
Depletion in septischen DEREG-Mäusen von Kühlhorn et al. demonstriert werden, in 
denen eine DT-Applikation vor CLP die Sterblichkeitsrate um 20 % erhöhte (Kuhlhorn 
et al., 2013). Auch hier zeigte sich ein vermehrtes Versterben in den ersten 48 
Stunden nach CLP, allerdings kam es im Verlauf der Versuche zu einer deutlich 
erhöhten Gesamtsterblichkeit verglichen mit den hier durchgeführten Versuchen. Ein 
Grund dafür kann die Verwendung einer größeren Kanüle (18 G anstatt 27 G) bei der 
Punktion des Caecums sein (Ebong et al., 1999). Ein anderer Grund können die 
verschiedenen genetischen Hintergründe der Versuchstiere sein, da in anderen 
Arbeiten bereits Unterschiede in Infektionen zwischen C57BL/6- und BALB/c-Mäusen 
beschrieben wurden (De Maio et al., 2005; Shibui et al., 2009).  
In den hier durchgeführten Versuchen veränderte die Abwesenheit von Treg-Zellen 
während der frühen Phase einer Sepsis auch die Zytokinkonzentration im Blut der 
Mäuse. So zeigten die Versuchstiere im Zuge einer Immunantwort auf die Pathogene 
einer Sepsis eine verstärkte Sezernierung der pro-inflammatorischen Zytokine TNF 
und IL-6 (Abb. 3.21 A & B). Dieser Anstieg wurde durch die Depletion der Treg-
Zellen in DT-behandelten septischen Mäusen im Vergleich zu septischen Mäusen, 
die über Treg-Zellen verfügten noch einmal deutlich verstärkt (Abb. 3.21 A & B). 
Kühlhorn et al. konnten ebenfalls einen erhöhten TNFα und IL-6 Spiegel nach CLP 
beobachten, jedoch keine Differenzen zwischen DT- und PBS-behandelten DEREG-
Mäusen feststellen (Kuhlhorn et al., 2013). Aufgrund der Abwesenheit von Treg-
Zellen werden möglicherweise Makrophagen weniger stark inhibiert und es kommt zu 
einer verstärkten Sezernierung von TNF, wodurch verstärkt weitere Makrophagen 





Gewebeschädigung besteht. Die erhöhte TNF-Konzentration im Blut könnte 
zusätzlich die suppressive Aktivität der noch vorhandenen Treg-Zellen inhibieren 
(Nie et al., 2013). Eine Depletion von CD4+CD25+ T-Zellen vor Infektion bewirkte 
auch in anderen systemischen Infektionsmodellen eine erhöhte TNF und IL-6 
Sezernierung und eine erhöhte Mortalität (Okeke et al., 2013). Eine erhöhte IL-6 
Konzentration ist häufig mit einer erhöhten TNF Konzentration assoziiert und auch 
in Traumata oder Verbrennungen vorzufinden (Hoch et al., 1993; Nijsten et al., 
1991). Unabhängig von der DT-Applikation verstarben die Tiere mit massiver Frei-
setzung dieser Zytokine frühzeitig. Dies könnte darauf hindeuten, dass diese 
Versuchstiere aufgrund eine exzessiven pro-inflammatorischen Immunantwort und 
den daraus folgenden Gewebeschäden an einem septischen Schock verstorben sind 
(Parameswaran and Patial, 2010; Webster and Galley, 2009). Ein wichtiger 
Suppressionsmechanismus von Treg-Zellen ist die Sezernierung von anti-
inflammatorischen Zytokinen wie IL-10. Sowohl PBS- als auch DT-behandelte 
DEREG-Mäuse zeigten 24 Stunden nach Induktion einer Sepsis einen erhöhten IL-
10 Spiegel im Blut. Diese frühe Sezernierung von IL-10 und TNF deutet auf eine 
gleichzeitige Induktion der pro- (SIRS) und anti- (CARS) inflammatorischen Phase 
hin. IL-10 ist wichtig für die Regulation pro-inflammatorischer Immunantworten, 
jedoch kann ein lang anhaltender, erhöhter IL-10 Spiegel eine effektive Immun-
antwort durch Makrophagen während einer Sepsis durch die Unterbindung der 
TNF-Sezernierung inhibieren und dadurch die Überlebensrate negativ beeinflussen 
(Chuang et al., 2014; Inoue et al., 2014; Moore et al., 2001). In der vorliegenden 
Arbeit zeigten Mäuse nach Treg-Depletion während einer Sepsis einen tendenziell 
höheren IL-10 Spiegel im Blut als PBS-behandelte Mäuse (Abb. 3.21 D), während in 
der einzigen weiteren Arbeit mit spezifischer Treg-Depletion in DEREG-Mäusen 
keine Unterschiede im IL-10 Spiegel beschrieben sind (Kuhlhorn et al., 2013). Diese 
Differenzen können durch die Verwendung verschiedener Mausstämme entstehen, 
in der vorliegenden Arbeit wurden BALB/c-Mäuse verwendet, während Kühlhorn et 
al. C57BL/6-Mäuse verwendeten. Andere Arbeiten berichten ebenfalls von einer 
geringeren TNF- oder IL-10 Sezernierung in C57BL/6-Mäusen nach Influenza- oder 
Malariainfektionen (Shibui et al., 2009; Zhao et al., 2014). Auch in der hier 
durchgeführten Arbeit konnten Differenzen im TNF Serumspiegel zwischen 
verschiedenen Mausstämmen nach CLP beobachtet werden (vgl. Abb. 3.21 und 





demnach eine untergeordnete Rolle zu spielen, da nach Applikation von 
Diphtherietoxin kaum Foxp3+ T-Zellen vorhanden waren. Als möglicher Ursprung 
während einer Sepsis ist eine IL10-sezernierende, suppressive neutrophile 
Granulozyten-Population beschrieben, zum anderen sezernieren auch DCs vermehrt 
IL-10 nach CLP (Pastille et al., 2011; Pillay et al., 2012; Zigmond et al., 2014), 
ebenso Makrophagen nach TLR-Aktivierung (Chang et al., 2007). Jedoch bleibt die 
Rolle von IL-10 während einer Sepsis unklar, da eine IL-10 Neutralisation 12 
Stunden nach CLP die Überlebensrate steigerte während eine Neutralisation zum 
Zeitpunkt der CLP die Überlebensrate reduzierte (Song et al., 1999; van der Poll et 
al., 1995). In anderen Arbeiten hingegen verlief eine mittels CLP induzierte Sepsis in 
IL-10-defizienten Mäusen ähnlich wie in WT-Kontrollen (Scumpia et al., 2006).  
Die hier gezeigte verstärkte Sezernierung von pro- und anti-inflammtorischen 
Zytokinen direkt nach CLP bestärkt die Hypothese eines biphasischen Verlaufs einer 
Sepsis. Das Immunsystem reagiert gleichzeitig mit einer pro- und anti-
inflammatorischen Immunantwort, wobei zu Beginn die pro-inflammatorische Phase 
überwiegt, welche aber im Laufe einer Sepsis abklingt und eine Immunsuppressive 
Phase entsteht. Häufig überleben septische Patienten diese frühe Phase einer 
Sepsis und es bildet sich eine Immunparalyse aus. In dieser Phase kann die primäre 
Infektion entweder wieder akut werden oder aber auch eine lebensbedrohliche 
sekundäre Infektion erworben werden (Boomer et al., 2011; Hotchkiss et al., 2013; 
Otto et al., 2011; Ward, 2011). Etwa 10 bis 30 % aller künstlich beatmeten 
septischen Patienten erwerben eine Pneumonie und versterben an dieser (Chastre 
and Fagon, 2002). Diese Gefahr einer Immunparalyse konnte auch im Mausmodell 
gezeigt werden, in dem eine durch P. aeruginosa verursachte Pneumonie während 
einer Sepsis deutlich häufiger tödlich verläuft als eine reine Pneumonie (Muenzer et 
al., 2006). Ähnliche Resultate lieferte die Induktion einer Pneumonie nach CLP durch 
den grampositiven Erreger Staphylococcus aureus (Jung et al., 2012). Therapien mit 
IFN wurden bereits erfolgreich angewandt und bewirkten eine verstärkte Aktivierung 
von Monozyten und Makrophagen, wodurch eine erhöhte Antigenpräsentation und 
Sezernierung von TNFstattfindet (Docke et al., 1997; Nalos et al., 2012). Es wird 
vermutet, dass der erhöhte Anteil an Treg-Zellen während einer Sepsis zur 
Ausbildung dieser Immunparalyse beiträgt und somit eine nosokomiale Sekundär-
infektion fördern kann (Venet et al., 2009). Deshalb wurde in dieser Arbeit die 





untersucht. Hierfür wurde septischen DEREG-Mäusen vor intratrachealer Infektion 
mit P. aeruginosa DT appliziert. Zwar stieg im Blut der Kontrolltiere der Anteil an 
Treg-Zellen nach Sekundärinfektion weiter an (Abb. 3.25 C), allerdings konnten nach 
Sekundärinfektion keine signifikanten Unterschiede im Überleben (Abb. 3.24), 
Krankheitsverlauf (Abb. 3.23) und Zytokinspiegel (Abb. 3.26) beider Versuchs-
gruppen gefunden werden. Dies deutet prinzipiell auf eine geringere Bedeutung der 
Treg-Zellen für den Verlauf einer Sekundärinfektion während der hypo-
inflammatorischen Phase hin. 
Limitierend an diesem Versuch ist jedoch ein relativ rascher Anstieg an Treg-Zellen 
in DEREG-Mäusen trotz Applikation von DT. Zwei Tage nach Sekundärinfektion 
waren Foxp3+ T-Zellen detektierbar, nach sieben Tagen war ein erheblicher Anteil 
dieser Zellen vorhanden, insbesondere in der Lunge, dem Ort der Infektion (Abb. 
3.25 D). Diese Zellen sind GFP-negativ, was bedeutet, dass sie auch den DT-
Rezeptor nicht tragen und somit durch die Applikation von DT nicht depletiert werden 
können. Die erneute Entstehung von Foxp3+ T-Zellen in DEREG-Mäusen trotz 
Applikation von DT konnten auch andere Forscher während Infektionen bereits nach 
wenigen Tagen beobachten (Berod et al., 2014; Christiaansen et al., 2014; Schmitz 
et al., 2013). Eine Erklärung für die Expansion von Foxp3+GFP- Treg-Zellen könnte 
eine verzögerte Expression der BAC-Transgene in den neu generierten Treg-Zellen 
sein (Lahl and Sparwasser, 2011). Kürzlich konnte gezeigt werden, dass in DEREG-
Mäusen auch noch wenige Treg-Zellen nach DT-Applikation ausreichen, um vor 
Autoimmunerkrankungen zu schützen (Mayer et al., 2014). Die Depletion von Treg-
Zellen verlief jedoch deutlich ineffektiver, so dass sich die Frage stellt, ob eine 
effektivere Treg-Depletion nicht doch einen deutlichen Einfluss auf den Krankheits-
verlauf gezeigt hätte. Somit scheint die Verwendung von DEREG-Mäusen in 
Langzeit-Infektionsversuchen keine optimale Option zu sein. Kürzlich wurde eine 
transgene DEREG x FoxP3GFP Maus beschrieben, die auch eine langfristige 
Depletion von Foxp3+ T-Zellen ermöglicht, allerdings induziert die Depletion 
regulatorischer T-Zellen mittels DT in diesen Mäusen Autoimmunerkrankungen  
(Berod et al., 2014). Des Weiteren könnte eine frühere Sekundärinfektion den 
Krankheitsverlauf verändern, denn bereits nach vier Tagen zeigen septische Mäuse 
ein immunsuppressives Zytokinprofil in der Lunge (Pastille et al., 2011), da eine 
Sepsis im murinen CLP-Mausmodell deutlich schneller verläuft als im Menschen 





Nachdem andere Studien zeigen konnten, dass eine Aktivierung von Treg-Zellen 
mittels TLR2 ihre Funktion und Expansion beeinflusst (Nyirenda et al., 2011; Oberg 
et al., 2010; Sutmuller et al., 2006), wurde untersucht, ob sich der Verlauf einer 
Sepsis und der Anteil an regulatorischen Zellen während der Sepsis in TLR2-
Knockout-Mäusen von dem naiver Mäuse unterscheidet 
Nach Induktion einer polymikrobiellen Sepsis mittels CLP zeigten beide Maus-
stämme einen vergleichbaren Krankheitsverlauf und eine ähnliche Überlebensrate 
(Abb. 3.27 & 3.28 A). Jedoch besitzen TLR2-defiziente Mäuse eine deutliche 
Resistenz gegenüber einer intratrachealen Sekundärinfektion mit dem 
gramnegativen Bakterium P. aeruginosa. Sieben Tage nach Sekundärinfektion 
überlebten 70 % aller TLR2-/--Mäuse und nur 25 % aller WT-Mäuse (Abb. 3.28 B). 
Sowohl in TLR2-/-- als auch in WT-Mäusen steigt der Anteil an Treg-Zellen nach CLP-
induzierter Sepsis an, jedoch erfolgt er in transgenen Tieren schneller, wobei in 
TLR2-/--Mäusen das Maximum an Treg-Zellen nach vier Tagen und WT-Mäusen erst 
nach sieben Tage erreicht wurde (Abb. 3.29). Der Unterschied zwischen beiden 
Versuchsgruppen besteht damit im Wesentlichen in einer Verzögerung des Anstiegs 
an Treg-Zellen. Aufgrund eines ebenfalls erhöhten Anteils an Treg-Zellen in TLR2-/--
Mäusen scheint die durch TLR2 induzierte Proliferation von Treg-Zellen als einzige 
Ursache für ein verschobenes Treg-Verhältnis während einer Sepsis un-
wahrscheinlich. 
Die Untersuchung der Nrp1-Expression auf Treg-Zellen der septischen Mäuse zeigte 
eine geringere Nrp1-Expression auf Foxp3+ T-Zellen in TLR2-/--Mäusen verglichen 
mit WT-Mäusen (Abb. 3.30), weshalb eine verstärkte Induktion von Treg-Zellen 
angenommen werden kann (Yadav et al., 2012).  
Der in dieser Arbeit festgestellte geringere Anteil an Treg-Zellen in TLR2-/--Mäusen  
zum Zeitpunkt der Sekundärinfektion könnte auch einen Einfluss auf die höhere 
Überlebensrate von TLR2-/--Mäusen haben. Eine Vermutung wäre, dass in WT-
Mäusen Treg-Zellen durch Bakterien, die nach CLP freigesetzt werden, mittels TLR2 
aktiviert werden und proliferieren (Liu et al., 2006a). In TLR2-defizienten Mäusen 
finden sich 6 – 12 % mehr Nrp1-Foxp3+ T-Zellen als in WT-Mäusen was ein Hinweis 
auf eine verstärkte Induktion von Treg-Zellen sein könnte, welche so die fehlende 





könnten. Der geringere Anteil an Treg-Zellen in TLR2-/--Mäusen sieben Tage nach 
CLP könnte durch eine Instabilität der iTreg-Zellen begründet sein, die nach 
Eliminierung der durch CLP freigesetzten Pathogene nicht mehr stimuliert werden. 
Möglicherweise könnte dieser geringere Anteil an Treg-Zellen für eine effektivere 
Immunantwort gegen die P. aeruginosa Infektion verantwortlich sein und somit die 
Sterblichkeitsrate der Versuchstiere senken. Dagegen sprechen könnte die ähnlich 
starke Sezernierung von IL-6 in beiden Versuchsgruppen, da geringere Mengen IL-6 
die Differenzierung in Treg-Zellen fördert sollten und ein erhöhtes IL-6 Level eine 
Differenzierung von Treg-Zellen verhindert (Bettelli et al., 2006; Doganci et al., 2005). 
Ergebnisse von Pene et al. zeigten ähnliche Resultate hinsichtlich der Resistenz 
gegenüber einer Sekundärinfektion. Sie zeigten in sekundärinfizierten TLR2-/--
Mäusen nach 24 Stunden einen reduzierten IL-10 Spiegel und eine geringere 
bakterielle Belastung in der Lunge und postulierten eine erhöhte Überlebensrate 
aufgrund einer geringeren Anzahl an neutrophilen Granulozyten und einer damit 
verbundenen  reduzierten Gewebeschädigung während der Immunantwort  (Pene et 
al., 2012). Möglich wäre auch eine erhöhte Überlebensrate aufgrund einer weniger 
starken Aktivierung von Makrophagen durch den fehlenden TLR2 oder aufgrund 
einer Kombination mehrere Mechanismen, da der TLR2-Knockout nicht auf  
bestimmte Zellen limitiert ist. Bislang ist unklar, ob Treg-Zellen aus septischen TLR2-
defizienten Mäusen eine veränderte suppressive Aktivität aufweisen, da eine TLR2-
vermittelte Aktivierung auch die foxp3-Expression regulieren kann (Liu et al., 2006a). 
Des Weiteren wäre ergänzend zur untersuchten Nrp1-Expression der Treg-Zellen 
eine Analyse der foxp3-TSDR hinsichtlich ihrer Methylierung sinnvoll, um zusätzliche 
Informationen hinsichtlich der Expansion von Treg-Zellen zu erhalten. Limitierend an 
diesen Versuchen ist die Tatsache, dass es sich um einen globalen TLR2-Knockout 
handelt. In anderen T-Zellen induziert TLR2 eine Th2-vermittelte Immunantwort mit 
der Ausschüttung von IL-10, welche in den Knockout-Tieren möglicherweise 
ausbleibt und somit den Zytokinspiegel beeinträchtigt (Dillon et al., 2004). In 
Makrophagen und DCs reduziert ein selektiver TLR2-Knockout ebenfalls deren IL-10 
Sezernierung (Jang et al., 2004; Saraiva and O'Garra, 2010).  
Durch die durchgeführten Versuche konnte übereinstimmend mit anderen Forschern 
gezeigt werden, dass der Anteil an Treg-Zellen während einer Sepsis signifikant 





während der frühen Phase einer Sepsis zu einem schwerwiegenderem 
Krankheitsverlauf mit einer stärkeren Inflammation und höherer Letalität. Hingegen 
bewirkte eine Depletion von Treg-Zellen nach Induktion einer Sepsis jedoch vor einer 
Sekundärinfektion mit P. aeruginosa in den hier durchgeführten Versuchen keine 
Veränderungen im Krankheitsverlauf. Allerdings ist zu berücksichtigen, dass eine 
vollständige Depletion von Treg-Zellen nach Sekundärinfektion nicht möglich war und 
somit weitere Versuche für eine vollständige Klärung notwendig sind.  
Eine Sepsis besitzt einen dynamischen Verlauf, während dem die initiale 
hyperinflammatorische Phase von eine hypoinflammatorischen Phase gefolgt wird. 
Eine effektive Immuntherapie muss zum richtigen Zeitpunkt erfolgen. Während Treg-
Zellen in der pro-inflammatorischen Phase einer Sepsis eine protektive Funktion 
aufweisen könnten, wäre möglicherweise in der darauffolgenden Immunparalyse ein 
therapeutischer Schwerpunkt die Reaktivierung des angeborenen und adaptiven 
Immunsystems.  
Dies könnte neben der klassischen Antibiotikatherapie auch durch die Stimulation 
des angeborenen Immunsystems mittels PD1-Liganden Antikörpern, IFN oder aber 
auch G-CSF oder GM-CSF erfolgen. Während einer Sepsis sezernieren Monozyten 
weniger IFNwodurch es zu einer verminderten  Aktivierung von Makrophagen 
kommt. Erste Studien mit IFN zeigten eine erhöhte HLA-DR Expression mit 
verbesserter bakterieller Eliminierung und gesteigerten Überlebensrate (Docke et al., 
1997; Nalos et al., 2012). Ähnliche Resultate konnten mit G-CSF oder GM-CSF 
gezeigt werden, wodurch verstärkt neutrophile Granulozyten, Monozyten und 
Makrophagen gebildet wurden und auch eine geringere Anfälligkeit für nosokomiale 
Infektionen erzielt werden konnte (Hall et al., 2011; Meisel et al., 2009). Diskutiert 
wird auch eine IL-15 Therapie, welches zum einen NK-Zellen und neutrophile 
Granulozyten aktiviert, wodurch eine verstärkte Eliminierung von Pathogenen 
stattfindet und zum anderen die Expression des anti-apoptotischen Mediators BCL-2 
induziert wodurch die Überlebensrate septischer Mäuse verbessert wird (Inoue et al., 
2010; Lu et al., 2002; Pelletier et al., 2002). Während einer Sepsis wird verstärkt 
PD1L und PD1 auf T-Zellen exprimiert (Boomer et al., 2011; Chang et al., 2014). 
Eine Therapie mit einem PD1L- oder PD1-Antikörper verhindert eine Apoptose von 
T-Zellen indem die Bindung von PD1L der Monozyten oder Makrophagen zu PD1 der 
T-Zellen blockiert wird. In diversen in vivo Tiermodellen bewirkte die Blockade der 





(Brahmamdam et al., 2010; Chang et al., 2013; Zhang et al., 2010). 
Vielversprechend ist auch eine IL-7 Therapie, da es nach Bindung an CD127 der T-
Zellen eine vielseitige Wirkung besitzt. Es induziert die Bildung von BCL-2 und 
Reduktion der PD1-Expression, aber auch eine Proliferation von Treg-Zellen und 
konventionellen CD4+ und CD8+ T-Zellen (Chetoui et al., 2010; Dupont et al., 2014; 
Perales et al., 2012; Unsinger et al., 2010; Vang et al., 2008; Venet et al., 2012). 
Zusätzlich wirkt IL-7 gegen die Sepsis-induzierte Abnahme der TCR-Vielfalt, welche 
in Verdacht steht nosokomiale Infektionen zu fördern (Perales et al., 2012; Venet et 
al., 2013). In CLP-Mäusen bewirkte IL-7 eine verstärkte IFNSezernierung und eine 
erhöhte Überlebensrate (Unsinger et al., 2010).   
Diese Therapieansätze zeigen die Komplexität einer Sepsis, in der regulatorische T-
Zellen eine wichtige Rolle spielen, allerdings auch diverse andere T-Zellen, DCs, 
Makrophagen und neutrophile Granulozyten entscheident sind (Hotchkiss et al., 
2001; Kovach and Standiford, 2012; Monneret et al., 2004; Pastille et al., 2011).  
In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass eine zu geringe Anzahl an Treg-Zellen 
während der frühen Phase einer Sepsis die Prognose verschlechtert, aber auch eine 
verringerte suppressive Aktivität von Treg-Zellen kann die Entstehung vieler Erkran-
kungen begünstigen (Bennett et al., 2001; Lyssuk et al., 2007; Nadkarni et al., 2007). 
Beispielsweise könnte der Transfer von stabilen in vitro generierten Treg-Zellen den 
Krankheitsverlauf von SLE, IBD oder aber auch multipler Sklerose positiv modu-
lieren. Besonders aber auch in knochenmarktransplantierten Patienten wird diese 
Therapieoption bereits erfolgsversprechend angewandt (Hoffmann et al., 2002). 
Häufig erkennen nach Transplantation die Spender (engl. Graft) T-Zellen die Zellen 
des Empfängers (engl. Host) als fremd und induzieren eine lebensgefährliche, 
systemische Inflammation namens Graft-versus-Host-Disease (Abk. GvHD)  (June 
and Blazar, 2006). Hier konnte der Transfer von in vitro generierten Treg-Zellen in 
Phase I-Versuchen die Abstoßungsrate der Spenderorgane deutlich reduzieren 
(Brunstein et al., 2011; Di Ianni et al., 2011; Edinger and Hoffmann, 2011).  
Für die konstitutive Expression von FOXP3 und einen stabilen suppressiven 
Phänotyp ist eine unmethylierte FOXP3-TSDR in Treg-Zellen notwendig (Huehn et 
al., 2009; Polansky et al., 2008).  
In der vorliegenden Arbeit wurde versucht, eine Differenzierung von CD4+CD25- T-
Zellen zu Treg-Zellen durch die DNA-Methyltransferase-Inhibitoren 5-Aza-2′-





5-Aza-dC ist ein Derivat von 5-Azacytidin (5-Aza) und beide Substanzen werden 
bereits für die Behandlung von Myelodysplasie verwendet. Während 5-Aza-dC nur 
die DNA-Methylierung beeinflusst, beeinträchtigt 5-Aza zusätzlich die Methylierung 
von tRNA (Christman, 2002). 5-Aza-dC ist ein starker DNMT-Inhibitor und wird 
außerdem bereits zur Behandlung akuter myeloischer Leukämie eingesetzt 
(Karahoca and Momparler, 2013). In der hier durchgeführten Arbeit konnte 
übereinstimmend mit anderen Arbeiten eine Demethylierung in der FOXP3-TSDR 
humaner CD4+CD25- T-Zellen und zugleich die Expression von FOXP3 auf mRNA- 
und Proteinebene induziert werden (Abb. 3.35 + 3.37) (Polansky et al., 2008). Im 
Menschen kann FOXP3 auch von aktivierten, nicht suppressiven T-Zellen exprimiert 
werden (Ziegler, 2007). Deshalb wurde zusätzlich die Expression des 
Transmembranproteins GARP untersucht, welches ausschließlich in aktivierten Treg-
Zellen zu finden ist (Wang et al., 2009) und eine 5-Aza-dC induzierte Expression 
festgestellt (Abb. 3.37). Des Weiteren konnte dieser DNMT-Inhibitor eine Treg-
typische verringerte Proliferation und die Expression von IL-10 induzieren (Abb. 
3.38). Die reduzierte Proliferation kann jedoch auch aus zytotoxischen Effekten von 
5-Aza-dC resultieren, da nach siebentägiger Stimulation ein erhöhter Anteil der T-
Zellen verstarb (Abb. 3.36). In funktionellen Analysen konnte übereinstimmend mit 
anderen Publikationen keine Suppression der Proliferation von CD4+CD25- 
Responder T-Zellen durch 5-Aza-dC stimulierte Zellen gefunden werden (Abb. 3.38) 
(Costantini et al., 2013). Für die Bestimmung der suppressiven Kapazität wurden alle 
5-Aza-dC behandelten Zellen verwendet, allerdings wird in der Analyse der FOXP3-
TSDR deutlich, dass der größte Teil weiterhin eine methylierte FOXP3-TSDR besitzt. 
Idealer wäre hier eine Separation der Zellen mit unmethylierter FOXP3-TSDR und 
eine anschließende Bestimmung der suppressiven Eigenschaften. 
Die Stimulation mit 5-Aza-dC induziert neben Treg-spezifischen Genen auch die 
Expression von Th1- und Th17-spezifischen Molekülen, welche vermutlich ebenfalls 
mittels DNA-Methylierung reguliert werden (Cohen et al., 2011) (Abb. 3.40 & 3.42). 
Somit zeigen 5-Aza-dC stimulierte CD4+CD25- T-Zellen eine erhöhte Expression der 
Transkriptionsfaktoren TBX21 und RORT und der Zytokine IFN und IL-17. In der 
gene array Analyse wird deutlich, dass sehr viele Treg-Gene induziert werden, 
jedoch auch ein großer Teil der Treg-Gene unbeeinflusst bleibt und somit kein voll-





Der zweite verwendete DNMT-Inhibitor war EGCG, welches etwa ein Drittel der 
Trockenmasse von grünem Tee ausmacht. Wong et al. konnten mittels EGCG die 
Expression von FOXP3 in Jurkat-Zellen induzieren (Wong et al., 2011). Diese 
Resultate konnten in dieser Arbeit reproduziert werden, jedoch war keine Induktion 
von FOXP3 in humanen CD4+CD25- T-Zellen nach Stimulation mit EGCG 
detektierbar (Abb. 3.37). EGCG reduziert die globale DNA-Methylierung, bewirkt 
allerdings keine wesentliche Demethylierung der FOXP3-TSDR (Abb. 3.34 + 3.35). 
Dementsprechend wurden keine Treg-spezifischen Moleküle wie FOXP3, GARP 
oder IL-10 induziert (Abb. 3.37). Interessanterweise zeigt EGCG in hohen Dosen 
einen toxischeren Effekt als die verwendeten Dosierungen von 5-Aza-dC (Abb. 3.36).  
Keine der beiden untersuchten DNMT-Inhibitoren generierte einen stabilen, 
vollständigen Treg-Phänotyp aus CD4+CD25- T-Zellen, wodurch die Verwendung 
dieser Zellen für einen therapeutischen Transfer nicht erfolgversprechend erscheint. 
Eine Ursache für eine nicht vollständige Treg-Differenzierung ist die unspezifische 
Wirkungsweise beider DNMT-Inhibitoren, wodurch auch eine Expression von nicht 
Treg-spezifischen Genen induziert wird. Möglicherweise ist eine spezifische 
Demethylierung in wichtigen Treg-spezifischen Genen eine vielversprechendere 
Methode, beispielsweise die gezielte Demethylierung der FOXP3-TSDR. Kürzlich 
konnte außerdem eine spezifische Demethylierung von CpGs in humanen Zellen 
mittels TALE-TET1-Konstrukten demonstriert werden (Maeder et al., 2013). Eine 







Regulatorische T Zellen sind an der Entstehung verschiedener Autoimmun- und 
Infektionskrankheiten beteiligt. Die Bedeutung dieser Zellen für die Sepsis ist jedoch 
noch unklar und sollte im Rahmen dieser Arbeit weitergehend analysiert werden. 
Hierfür wurde ein assay etabliert, der spezifische Unterschiede in der DNA-
Methylierung nutzt, um stabile Treg-Zellen im Menschen und der Maus zuverlässig 
mit Hilfe einer methylierungsempfindlichen real-time PCR zu quantifizieren. Der 
Vorteil dieses assays liegt in der Unabhängigkeit vom Aktivierungsstatus der Zellen, 
der gerade bei Erkrankungen wie der Sepsis eine bedeutende Rolle spielt. Durch 
Anwendung des assays bei septischen Patienten konnte der durchflusszytometrisch 
bestimmte relative Anstieg von Treg-Zellen bestätigt werden. Im Mausmodell wurde 
die Bedeutung von Treg-Zellen differenziell für die Früh- und Spätphase der Sepsis 
untersucht. Hier konnte gezeigt werden, dass Treg-Zellen in der Frühphase die 
Hyperinflammation begrenzen und dass ein Mangel an Treg-Zellen mit einem 
schwereren Krankheitsverlauf und einer erhöhten Letalität einhergeht. Andererseits 
konnte während der Spätphase der Sepsis kein Einfluss dieser Zellen auf eine 
Sekundärinfektion mit P. aeruginosa festgestellt werden. Die Möglichkeit einer 
Depletion von Treg-Zellen während der Spätphase war jedoch in den verwendeten 
Mäusen nur partiell möglich, was die Aussagekraft der Versuche für die Bedeutung 
dieser Zellen in der Spätphase der Sepsis einschränkt. 
Zusätzlich wurden in dieser Arbeit T-Zellen mit den beiden demethylierenden 
Substanzen 5-Aza-2'-desoxycytidin (5-Aza-dC), das in der Therapie hämato-
onkologischer Erkrankungen zur Anwendung kommt und Epigallocatechingallat aus 
dem grünen Tee kultiviert, um über eine Demethylierung der FOXP3-TSDR Treg-
Zellen zu induzieren. Beide Substanzen induzierten eine globale DNA-
Hypomethylierung, jedoch nur 5-Aza-dC war in der Lage, eine relevante 
Demethylierung der FOXP3-TSDR in humanen CD4+CD25- T-Lymphozyten 
herbeizuführen. Ebenso wurde nur durch 5-Aza-dC eine gesteigerte Genexpression 
von Treg-spezifischen Genen erreicht. Jedoch konnte auch 5-Aza-dC keine voll 
funktionstüchtigen Treg-Zellen induzieren, da die Zellen keine suppressiven 
Eigenschaften aufwiesen und neben FOXP3 auch verstärkt für Th1- und Th17-Zellen 
typische Master-Transkriptionsfaktoren und Zytokine exprimierten, was ihre 
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RORyT  engl. RAR-related orphan receptor gamma 
ROS   engl. Reactive oxygen species 
rpm   engl. revolutions per minut, Umdrehungen pro Minute 
RPMI   Roswell Park Memorial Institute 
RPS9   Ribosomales Protein 9 
SAH   S-Adenosyl-Homocystein 
SAPS   engl. Simplified Acute Physiology Score 
SAM   S-Andenosyl-Methionin 
siRNA   engl. Small interfering RNA 
SIRS   engl. systemic inflammatory response syndrome 
SLE   Systemischer Lupus erythematodes 
SPF   spezifisch-pathogen-frei 
STAT   engl. Signal Transducers and Activators of Transcription 
Tab.   Tabelle 
Tale-TET engl. transcription activator–like effector - Ten-eleven 
translocation methylcytosine dioxygenase 1 
TBE   TRIS-Borat-EDTA 
TCR   engl. T-cell receptor, T-Zell-Rezeptor 
TE   Tris/EDTA 
Teff   Effektor T-Zelle 
Th   T-Helfer Zelle 
TLR   engl. toll-like receptor, Toll-ähnlicher Rezeptor 
TNF   Tumornekrosefaktor 
Treg    regulatorische T-Zelle 
TSB   engl. Tryptic Soy Broth 
TSDR engl. Treg-specific demethylated region, Treg-spezifische 
demethylierte Region 
U   engl. Unit, Einheit 





Vgl.   Vergleich 
VIC   4,7,2′-trichloro-7′-phenyl-6-carboxyfluorescein 
WT   Wildtyp 
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